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Résumé 
 
La division cellulaire est un événement fondamental, indispensable au 
développement embryonnaire animal et à l’homéostasie des organismes adultes. Il s’agit 
d’un processus complexe qui doit être précisément contrôlé dans le temps et l’espace pour 
permettre la formation de deux cellules filles, au contenu génétique identique à celui de la 
cellule mère. Ceci requiert une coordination entre la ségrégation des chromosomes, opérée 
par les microtubules, et le clivage de la cellule, engageant une réorganisation dynamique du 
cytosquelette d’Actine. La modification de la forme des cellules en cours de division est en 
effet due au remodelage du cortex cellulaire, incluant la membrane plasmique et le réseau 
de filaments d’Actine sous-jacent. Bien que cette série de modifications du cortex soit 
indispensable au déroulement correct de la division cellulaire, les mécanismes moléculaires 
du contrôle de l’organisation corticale en mitose restent mal caractérisés. 
 
Le PI(4,5)P2 est un phosphoinositide constituant de la membrane plasmique, 
notamment nécessaire à la division cellulaire. Nos travaux chez la drosophile mettent en 
évidence que ce phospholipide présente une distribution dynamique, homogène sur 
l’ensemble du cortex à l’entrée en mitose, puis se concentrant à l’équateur des cellules 
après la séparation des deux lots de chromosomes. Nous montrons que le PI(4,5)P2 est 
nécessaire au contrôle de la stabilité corticale et du fuseau mitotique, au moins en partie par 
son rôle favorisant l’activation de la dMoésine. La dMoésine régule l’interaction entre les 
filaments d’Actine et la membrane plasmique, jouant un rôle clé dans l’organisation locale 
du cortex des cellules en mitose et ses propriétés mécaniques. Nous montrons que 
l’interaction PI(4,5)P2/dMoésine participe à la contraction cellulaire à l’entrée en mitose, 
puis à l’élongation cellulaire caractéristique des étapes plus tardives de la division. A la fin 
de la mitose, nous montrons que la phosphatase Pp1-87B inhibe l’activation de la 
dMoésine, indispensable à la relaxation du cortex des cellules en interphase. 
 
Par un crible fonctionnel systématique, nous avons recherché l’ensemble des 
facteurs indispensables à la production et à l’enrichissement localisé du PI(4,5)P2 au cortex 
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mitotique. Nous montrons le rôle majeur de deux voies de biosynthèse, qui collaborent pour 
produire localement le PI(4,5)P2 à la membrane plasmique au cours de la mitose. Leur 
absence prévient l’activation et le recrutement membranaire de la dMoésine, et conduit à 
une instabilité corticale associée à des défauts du fuseau mitotique. Une troisième voie, 
nécessitant l’activité de la protéine dOcrl, contribue à l’homéostasie de ce 
phosphoinositide, en dégradant le PI(4,5)P2 présent sur les membranes internes de la 
cellule. L’inactivation de dOcrl empêche la formation normale et l’ingression du sillon de 
clivage. 
 
Ensemble, ces résultats identifient donc des régulateurs importants de la membrane 
plasmique et de son interaction avec le cytosquelette, permettant de mieux comprendre les 
mécanismes de la réorganisation de la forme cellulaire au cours de la mitose. 
 
Mots-clés : Mitose, Morphogénèse cellulaire, Cortex, Cytosquelette, PI(4,5)P2, dMoésine, 
Skittles, Pten, Ocrl 
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Abstract 
 
Cell division must be accurately controlled in time and space to permit the 
formation of two daughter cells whose genetic content is identical to that of the mother cell. 
This process requires successive modifications of cell shape, induced by cortical 
remodelling. Molecular mechanisms controlling cortical reorganization during mitosis 
remain partially uncharacterized. Our work in Drosophila cells demonstrates that PI(4,5)P2, 
a phosophoinositide of the plasma membrane, is enriched at the equatorial region at the 
onset of anaphase. This PI(4,5)P2 is necessary for the cortical stability of mitotic cells, and 
requires dMoesin activation. The dMoesin, linking actin to the plasma membrane, plays a 
critical role in the cortical organization of mitotic cells and in the regulation of its 
mechanical properties. We show that the interaction PI(4,5)P2/dMoesin participates in 
cellular contraction at the beginning of mitosis, then in cell elongation characteristic of 
subsequent steps. At the end of mitosis, the Pp1-87B phosphatase inactivates the dMoesin. 
By a systematic functional screen, we characterize the key role of two pathways acting in 
synergy to locally produce PI(4,5)P2, Skittles- and Pten-dependent, and the role of a third 
pathway requiring dOcrl activity to control PI(4,5)P2 homeostasis. Altogether, these results 
allow us to better understand the mechanisms 
 
Keywords: Mitosis, Cellular Morphogenesis, Cortex, Cytoskeleton, PI(4,5)P2, dMoesin, 
Skittles, Pten, Ocrl. 
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Préface 
 
Notre équipe s’intéresse aux mécanismes moléculaires qui contrôlent le changement 
de forme cellulaire, la morphogenèse, principalement au cours de l’embryogenèse chez la 
drosophile. La fonction de chacune de nos cellules requiert en effet une organisation 
tridimensionnelle spécifique. La différentiation terminale des différents tissus 
embryonnaires inclut souvent un remodelage stéréotypé de la forme cellulaire, bien illustré 
par la morphogenèse des cellules épidermiques, le principal modèle d’étude de l’équipe. Si 
l’importance du cytosquelette cellulaire est bien établie, un enjeu majeur est d’identifier la 
nature et le rôle des facteurs qui régulent son organisation pour la morphogenèse. Une 
question importante est de mieux comprendre le dialogue entre le cytosquelette et la 
membrane plasmique, constituant ensemble le cortex des cellules. Au delà de la 
différentiation terminale, la réorganisation du cortex est un élément clé de la série des 
changements de forme qui caractérise la division cellulaire. Bien que le déroulement de 
cette « morphogenèse » apparaisse bien conservé pour toutes les cellules animales, les 
mécanismes sous-jacents restent cependant mal connus. L’objectif de mes travaux de thèse 
a été de contribuer à mieux comprendre le contrôle de l’organisation du cortex cellulaire au 
cours de la mitose. J’ai développé pour cela des approches fonctionnelles systématiques, 
qui couplées à l’imagerie sur cellules vivantes, ont permis de dresser une image dynamique 
du rôle et de la régulation de l’interaction cytosquelette/membrane au cours de la division 
cellulaire. 
 
Lors de mon arrivée au laboratoire, Sébastien Carréno, alors chercheur post-doctoral 
dans l’équipe de François Payre, venait de mettre en évidence le rôle de la dMoésine, un 
régulateur du cytosquelette, au cours de la division cellulaire. La dMoésine est l’unique 
représentant chez la drosophile de la famille des protéines Ezrine, Radixine, Moesine 
(ERM), connues pour réguler l’interaction entre les filaments d’Actine et la membrane 
plasmique [2]. La relative simplicité du génome de la drosophile facilite donc l’analyse du 
répertoire fonctionnel des protéines ERMs. Ainsi, les travaux réalisés révélaient 
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l’importance de la dMoésine pour le contrôle de la forme cellulaire au cours de la mitose. 
De plus, cette étude montrait la dynamique d’activation locale de la dMoésine à travers le 
cycle cellulaire et identifiait la Kinase Slik comme un acteur majeur de l’activation de la 
dMoésine en mitose. La dMoésine, et son activation locale, est nécessaire au déroulement 
de la division cellulaire ; son absence altère l’organisation du cortex cellulaire et provoque 
des défauts spectaculaires de la forme des cellules et de l’organisation du fuseau mitotique.  
 
Parmi les questions ouvertes par ces résultats, j’ai voulu mieux comprendre les 
fonctions de la dMoésine dans l’organisation du cortex cellulaire. D’autre part, les travaux, 
menés dans l’équipe par Fernando Roch et Cédric Polesello montraient l’importance d’un 
phosphoinositide, le PI(4,5)P2, dans l’activation de la dMoésine in vivo [3]. J’ai donc 
décidé de tester son rôle au cours de la division, de manière systématique, et en parallèle de 
rechercher des régulateurs, positifs ou négatifs, de la dMoésine durant la mitose. Les 
données acquises nous ont permis de mieux comprendre le rôle et la régulation de la 
dMoésine au cours de la division cellulaire, ainsi qu’étendre l’importance fonctionnelle du 
PI(4,5)P2 pour la division et de mieux caractériser la régulation de sa production. 
 
L’introduction de ce manuscrit rappelle brièvement les caractéristiques majeures des 
phases de la mitose, et précise les critères que nous avons utilisés pour les différentier. Puis 
dans une seconde partie nous verrons les filaments d’Actine et les microtubules, dont la 
réorganisation coordonnée est fondamentale à la division, avec leur structure, leur 
dynamique et leurs mécanismes régulatoires afin de mieux présenter les étapes de la 
transformation de la forme des cellules mitotiques qui sera l’objet de la troisième partie. 
Celle-ci constitue le coeur de cette introduction, présentant la littérature traitant des 
mécanismes impliqués dans le remodelage cortical des cellules mitotiques. Sans viser à 
l’exhaustivité, nous nous concentrerons sur les principaux acteurs et voies de signalisation 
qui y contribuent. 
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Dans les deux dernières parties, nous aborderons la régulation des protéines ERMs 
et leur implication dans la morphogénèse cellulaire en général puis les rôles connus du 
PI(4,5)P2 dans le processus mitotique. 
 
La partie résultats se compose d’un article auquel j’ai collaboré, ainsi que de deux 
articles qui représentent la majeure partie de mes travaux de thèse. La section conclusion 
tentera de replacer ces résultats, et leur portée, dans un cadre cohérent et plus large. 
 
  
Introduction 
1. La mitose. 
 
La division qui conduit à la formation de deux cellules filles au patrimoine 
génétique identique à la cellule mère, la mitose, est un élément fondamental du 
développement embryonnaire. Ce processus permet la formation d’organismes composés 
de quelques 100 000 milliards de cellules chez l’homme, à partir d’une cellule unique 
appelée cellule oeuf. La fidélité de chaque mitose nécessite une coordination spatiale et 
temporelle entre la ségrégation des chromosomes et le clivage de la cellule mère, pour que 
l’information génétique soit correctement transmise aux cellules filles. 
 
Après la naissance, la multiplication des cellules continue au cours de la croissance. 
Chez l’adulte, les mitoses sont nécessaires pour remplacer les cellules vieillissantes et ainsi 
assurer les fonctions des divers tissus et organes. La fréquence des mitoses est propre au 
type cellulaire, avec des durées de vie de 3 à 5 jours pour une cellule intestinale, 120 jours 
pour une hématie et plusieurs dizaines d’années pour la plupart de nos neurones. 
L’équilibre dynamique, ou homéostasie, entre prolifération, différenciation et mort 
cellulaire est indispensable à la vie des organismes. Une rupture de cette homéostasie, due 
par exemple à une altération des communications intercellulaires, peut conduire à une 
prolifération cellulaire anarchique à l’origine des cancers. A l’inverse, un ralentissement du 
remplacement des cellules peut causer des maladies dégénératives. Si l’on comprend bien 
la portée du contrôle du nombre des mitoses, il faut aussi introduire l’importance du 
contrôle du changement de la forme des cellules en mitose. 
 
Un exemple frappant est la conséquence de la « géométrie » de la mitose au sein 
d’un tissu épithélial (figure 1). Si l’axe de la division s’effectue dans le plan de 
l’épithélium, les deux cellules filles présenteront des interactions similaires avec leurs 
voisines, et similaires à celles de la cellule mère. Au contraire, quand la division s’effectue 
selon l’axe apico-basal (ie, perpendiculaire au plan de l’épithélium) elle peut conduire à 
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deux cellules établissant des interactions très différentes, dont une seule cellule fille restera 
dans l’épithélium. 
 
L’orientation du plan de clivage peut être donc corrélée à la différentiation 
cellulaire, au destin des cellules souches, etc… Il existe ainsi de nombreux cas de mitose 
dite asymétrique, générant deux cellules filles au devenir différent en lien avec la 
signalisation cellulaire, par exemple la voie Notch. Les mécanismes intimes contrôlant la 
position du plan de clivage restent cependant à élucider. De nombreuses études montrent 
que la position du fuseau mitotique pourrait jouer un rôle prépondérant dans ce processus 
(figure 1). 
 
Figure 1 
 
 
 
 
 
 
 
Comment le fuseau s’oriente au cours de la division asymétrique est relativement 
bien connu, de part l’identification et la caractérisation fonctionnelle de nombreux acteurs 
moléculaires impliqués dans la mise sous tension des microtubules notamment, incluant le 
complexe Dynéine-Dynactine, les protéines PAR, NuMa ou encore LGN pour ne citer que 
quelques exemples [4]. Il est cependant probable que certains éléments ou partenaires du 
fuseau mitotique détectent des modifications locales des propriétés du cortex, concourant à 
générer les coordonnées de la division. En retour, la position du fuseau influence 
l’organisation locale du cortex, pour la mise en place du sillon de clivage. 
 
D’une manière générale, on connaît mal l’organisation du cortex en mitose, la 
nature des facteurs impliqués, leurs rôles et leurs régulations. Un aspect essentiel qui doit 
être souligné est la dynamique de la réorganisation de la forme cellulaire en mitose. Il est 
 
Figure 1 : influence du plan de 
clivage sur l’organisation des cellules 
épithéliales. 
L’orientation du plan de clivage, 
préfiguré par la position du fuseau 
mitotique (en violet) peut conduire à 
conserver (à gauche) ou modifier (à 
droite) les interactions cellulaires des 
produits de la mitose. L’axe de clivage 
est représenté par une ligne discontinue 
bleu foncé. 
D’après Gönczy, 2003. 
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tentant d’imputer, au moins en partie, la pauvreté de notre compréhension actuelle du 
cortex mitotique à des approches basées sur une observation statique (cellules fixées) et 
souvent corrélative. Le pari central de ce travail est que, malgré sa lourdeur évidente, une 
approche fonctionnelle de la dynamique du cortex pourrait permettre de mieux comprendre 
la réorganisation de la forme, la « morphogenèse » des cellules au cours de la mitose. 
 
Dans cette première partie, nous voulons tout d’abord rappeler les caractéristiques 
majeures de la division cellulaire, ou comment repérer les grandes étapes de ce processus 
dynamique. 
1.1. La prophase. 
La prophase est caractérisée par une réorganisation de la chromatine qui se 
condense en chromosomes compacts facilement visibles en microscopie photonique (figure 
2A). Chaque chromosome est constitué de deux chromatides soeurs réunies au niveau du 
centromère (figure 2B), la cohésion entre les chromatides soeurs étant indispensable au 
partage équitable du génome qui aura lieu plus tardivement en anaphase A. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
Figure 2A : représentation schématique d’une cellule en prophase. 
D’après G.Dolisi, La mitose, chapitre 3 2009 
Figure 2B : structure d’un 
chromosome. 
D’après G.Dolisi, 
La mitose, chapitre 3, 
2009 
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Une autre caractéristique de la prophase correspond à la maturation des 
centrosomes. Riches en Tubuline γ, ils constituent des centres organisateurs de 
microtubules (MTOC), qui s’écartent et migrent progressivement de façon diamétralement 
opposée [5] (figure 2A). Cette migration des centrosomes préfigure la localisation du fuseau 
mitotique. Les filaments d’Actine se réorganisent et se répartissent de façon homogène au 
cortex cellulaire, ce qui concourt à l’arrondissement qui caractérise les cellules à l’entrée en 
mitose. 
1.2. La prométaphase. 
La rupture de l’enveloppe nucléaire, qui se dissocie en de nombreuses vésicules 
(figure 3), marque le début de la prométaphase. Cette modification de l’organisation 
membranaire interne, incluant aussi le réticulum endoplasmique et l’appareil de Golgi, 
facilite la réorganisation des microtubules en éliminant les barrières physiques que 
pourraient constituer ces organites dans le cytoplasme. A partir des deux centrosomes vont 
rayonner plusieurs types de microtubules : (i) les microtubules astraux, qui s’orientent des 
centrosomes en direction du cortex et qui participent au positionnement du fuseau 
mitotique, (ii) les microtubules polaires qui vont relier les deux centrosomes entre eux, et 
(iii) les microtubules kinétochoriens qui s’attachent aux kinétochores des chromosomes, 
une structure protéique associée à l’ADN centromérique (figure 3 et figure 2B). Suite à des 
polymérisations / dépolymérisations successives, les microtubules kinétochoriens vont 
exercer des tensions sur les chromosomes, qui vont participer à leur migration dans le 
cytoplasme. 
 
 
 
 
 
 
 Figure 3 : représentation schématique d’une cellule 
en prométaphase. 
D’après G.Dolisi, 
La mitose, chapitre 3, 2009 
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1.3. La métaphase. 
En métaphase, le fuseau mitotique est constitué de deux réseaux symétriques et 
antiparallèles de microtubules, qualifiés de kinétochoriens ou d’astraux (figure 4). De par 
l’équilibre des tensions exercées par les microtubules kinétochoriens provenant de chaque 
centrosome, les chromosomes vont s’aligner sur le plan équatorial pour constituer la plaque 
métaphasique (figure 4). Cette relocalisation des chromosomes s’effectue grâce au 
remaniement dynamique des microtubules. La transition entre la métaphase et l’anaphase se 
fait suite à l’alignement du dernier chromosome sur la plaque métaphasique, lorsque la 
cohésion entre les chromatides soeurs est rompue permettant la ségrégation des deux lots de 
chromosomes. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
1.4. L’anaphase. 
L’anaphase peut être scindée en deux étapes, appelées anaphase A et anaphase B. 
L’anaphase A est caractérisée par la ségrégation des deux chromatides soeurs de chaque 
chromosome. Elles vont migrer en sens inverse, en direction des pôles cellulaires grâce 
entre autres à un raccourcissement des microtubules kinétochoriens. Entre les deux lots de 
chromosomes, des microtubules polaires et des microtubules néoformés vont s’associer 
pour former le fuseau central, important pour localiser le sillon de clivage dans certains 
types cellulaires comme nous le verrons par la suite (cf. 3311. Modèle de contraction 
équatoriale chez les mammifères). L’anaphase B est caractérisée par un allongement du 
 
Figure 4 : représentation 
Schématique d’une cellule 
en métaphase. 
D’après G.Dolisi, 
La mitose, chapitre 3, 
2009 
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fuseau mitotique, induit par au moins deux types de forces. D’une part des forces « 
répulsives » au centre du fuseau qui tendent à éloigner les microtubules polaires provenant 
de chacun des deux pôles, et d’autre part des forces externes au fuseau exerçant une tension 
sur les microtubules astraux. L’anaphase B est également caractérisée par une élongation de 
la cellule (figure 5), qui va par la suite se contracter à l’équateur grâce à la formation et la 
contraction d’un anneau d’Actomyosine (figure 6). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
La transition entre l’anaphase B et la télophase est difficile à définir de manière 
absolue. Dans l’équipe, les cellules sont considérées comme étant encore en anaphase B 
lorsque les chromatides soeurs regroupées aux deux pôles de la cellule présentent l’aspect 
d’une comète et que l’ingression du sillon de clivage n’est pas complète. Lorsque le 
marquage de l’ADN donne une forme sphérique et que les microtubules du fuseau central 
semblent associés, nous considérons que les cellules sont en télophase. 
1.5. La télophase. 
En télophase, les chromatides regroupées à chacun des deux pôles de la cellule se 
décondensent et les vésicules de l’enveloppe nucléaire se regroupent pour délimiter les 
deux nouveaux noyaux (figure 7). Les microtubules astraux se dépolymérisent, et les 
microtubules polaires du fuseau central se condensent pour former le corps intermédiaire, 
ou « midbody », à l’intérieur du pont intercellulaire qui relie les deux cellules filles. Cette 
  
Figure 5 : représentation schématique 
d’une cellule en début d’anaphase B. 
D’après G.Dolisi, La mitose, chapitre 3, 
2009 
Figure 6 : représentation schématique 
d’une cellule en fn d’anaphase B. 
D’après G.Dolisi, La mitose, chapitre 3, 
2009 
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structure, décrite pour la première fois par Flemming en 1891, contient des protéines 
indispensables à la cytokinèse, c'est-à-dire au clivage de la cellule mère en deux cellules 
filles [6, 7]. En fin de télophase, l’invagination de la membrane plasmique à l’équateur de 
la cellule induite par la contraction de l’anneau d’Actomyosine est totale, et le clivage 
proprement dit, l’abscission, s’opère. 
 
 
 
 
 
 
1.6. La mitose : une chorégraphie dynamique. 
Si ce découpage de la mitose en différentes phases est intellectuellement nécessaire 
à sa description, il tend à sous-représenter l’importance de la coordination, spatiale et 
temporelle, de la réorganisation des différents éléments de la cellule. Le clivage de la 
cellule mère doit être coordonné à la ségrégation des chromosomes, afin d’assurer la 
transmission fidèle de l’information génétique. L’organisation dynamique des microtubules 
dans le temps et dans l’espace est primordiale pour la genèse de la structure éphémère 
qu’est le fuseau mitotique. Loin d’être figé, le remodelage de cette structure à chaque étape 
de la mitose est essentiel au bon déroulement de la division cellulaire [8]. Le cytosquelette 
d’Actine est aussi sujet à un remodelage dynamique, et est indispensable à l’arrondissement 
des cellules à l’entrée en division puis à la contraction du sillon de clivage. La 
réorganisation des microtubules et des microfilaments d’Actine est au moins en partie liée à 
leur capacité spécifique de polymérisation et de dépolymérisation, dont nous allons rappeler 
brièvement les caractéristiques et leurs régulateurs principaux. 
 
 
Figure 7 : représentation schématique 
d’une cellule en fn d’anaphase B. 
D’après G.Dolisi, La mitose, chapitre 3, 
2009 
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2. Deux composantes du cytosquelette au coeur de la mitose, 
l’Actine filamenteuse et les microtubules. 
2.1. Dynamique de l’Actine et régulateurs principaux. 
Les filaments d’Actine, associés à la Myosine, jouent un rôle déterminant dans les 
modifications de forme successives des cellules en division, depuis l’entrée en mitose 
jusqu’à la cytodiérèse. La formation des filaments d’Actine et leur interaction avec la 
Myosine ont fait l’objet de nombreuses études, de la biophysique in vitro à la biologie 
cellulaire ex et in vivo. 
2.1.1. La dynamique de polymérisation de l’Actine in vitro. 
La polymérisation de l’Actine in vitro peut être décomposée en trois étapes (figure 
8). La première, la nucléation, est cinétiquement limitante et correspond à l’auto-
assemblage de trois monomères d’Actine globulaire (Actine-G) qui vont former un 
oligomère thermodynamiquement stable. Si la concentration en Actine-G est supérieure au 
seuil critique d’assemblage, la polymérisation en filaments se produit, c’est l’étape dite 
d’élongation. Au cours de cette deuxième étape, des monomères d’Actine liés à de l’ATP 
s’associent aux filaments d’Actine, les cinétiques d’assemblage et de dissociation étant 
différentes aux extrémités « + » et « - ». 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 8 : dynamique de polymérisation de 
l’Actine in vitro. 
La polymérisation d’Actine globulaire (sphères 
bleues) liée à l’ATP (sphères bleues et rouges) 
va permettre la formation de filaments 
d’Actine. Ce processus peut être scindé en trois 
étapes : 
1- nucléation de l’Actine, 
2- élongation des filaments d’Actine, 
3- phase d’équilibre. 
 
UC National Library of Medicine 
1 
2 
3 
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L’extrémité « + », ou « barbue », présente une polymérisation rapide de l’Actine, 
alors que la polymérisation de l’Actine est beaucoup plus lente à l’extrémité « - », ou « 
pointue ». Par ailleurs, l’ATP lié aux monomères d’Actine incorporés dans le filament est 
rapidement hydrolysé, favorisant sa dépolymérisation. L’extrémité barbue est 
principalement composée d’Actine associée à de l’ATP et l’extrémité pointue d’Actine 
associée à de l’ADP, d’où une dépolymérisation plus rapide à l’extrémité pointue. La 
troisième phase correspond à un état d’équilibre, pour laquelle la concentration en Actine 
est proche du seuil critique d’assemblage. 
2.1.2. Régulation de l’Actine filamenteuse in vivo. 
In vivo, les filaments d’Actine sont des structures polarisées et très dynamiques. 
Leur stabilité et leur organisation sont contrôlées, en plus des paramètres intrinsèques, par 
de nombreuses protéines régulatrices. L’analyse des mécanismes de migration 
bidimensionnelle, utilisant des cellules en culture, a permis des avancées notables dans 
notre compréhension de la dynamique des filaments d’Actine. Ainsi, la protéine Profiline 
facilite l’échange de l’ADP par l’ATP sur les monomères d’Actine. La Profiline se fixe à 
l’Actine monomérique liée à l’ATP et favorise son intégration dans le polymère (figure 9). 
Les protéines WASp/Scar (Wiskott-Aldrich Syndrome protein/Suppressor of cyclic AMP 
receptor) activent le complexe protéique ARP2/3 (Actin Related Proteins 2 et 3), qui 
permet l’initiation de la polymérisation en favorisant la nucléation et/ou le branchement 
(figure 9). La polymérisation des filaments d’Actine est influencée par différentes protéines 
régulatrices, qui vont promouvoir ou au contraire ralentir l’élongation des filaments. Ainsi, 
les extrémités « + » des filaments peuvent être protégées par des protéines de coiffe telles 
que le complexe protéique CapZ, qui bloque la croissance des filaments à leur extrémité 
barbue (figure 9). La Gelsoline, en présence d’une concentration élevée d’ions calcium, se 
fixe au polymère d’Actine et crée une coupure du filament d’Actine entraînant sa 
dislocation. La Gelsoline reste ensuite fixée à l’extrémité « + » du filament, évitant ainsi sa 
repolymérisation rapide. Enfin, l’hydrolyse progressive de l’ATP en ADP permet la 
fixation de molécules de Cofiline ou d’ADF (Actin Depolimerizing Factor), qui 
désassemblent les filaments par fragmentations successives puis dépolymérisation (figure 
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9). Les monomères d’Actine liés au GDP peuvent alors de nouveau se complexer à la 
Profiline qui va permettre l’échange du GDP par du GTP et le cycle recommence (figure 9). 
 
Dans un contexte de division cellulaire, la petite GTPase RhoA interagit avec la 
formine Diaphanous et la régule positivement, permettant la nucléation de filaments 
d’Actine non branchés [9] [10], [11]. Au delà de la migration, de nombreux régulateurs de 
l’Actine sont aussi essentiels au déroulement de la division cellulaire. L’élément le plus 
flagrant est bien sur la contraction de l’Actomyosine, nécessaire aux modifications 
morphologiques observées durant la mitose (cf. III). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 9 : modèle de régulation des filaments d’Actine au front de migration des cellules dendritiques. 
(1) Liaison de la Profiline aux monomères d’Actine liés à l’ATP. (2) Activation des protéines WASp/Scar 
suite à l’activation de récepteurs par des signaux extracellulaires. (3) Les protéines WASp/Scar se lient au 
complexe Arp2/3 et permettent la nucléation de l’actine. (4) Croissance rapide des filaments d’actine (5) qui 
exercent une pression sur la membrane plasmique. (6) Les protéines de coiffe stoppent la polymérisation de 
l’Actine. (7) Hydrolyse de l’ATP. (8) L’ADF/Cofiline coupe les filaments d’Actine lié à l’ADP et promeut 
leur dépolymérisation. (9) Inhibition de l’ADF/Cofiline par la LIM kinase. (10) La Profiline catalyse 
l’échange ADP/ATP des monomères d’actine et le cycle recommence. 
D’après Pollard & al, 2000. 
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2.1.3. L’Actomyosine 
L’Actomyosine, connue pour ses propriétés contractiles, est composée d’Actine 
filamenteuse et de Myosine II phosphorylée. Les molécules de Myosine II sont constituées 
de deux chaînes lourdes (MHC pour Myosin Heavy Chain) et de quatre chaînes légères 
(MLC pour Myosin Light Chain) (figure 10). Chaque chaîne lourde est composée d’une 
tête globulaire et d’une queue. La tête globulaire contient un domaine catalytique ATPase 
(et également le site de fixation à l’Actine) et un domaine régulateur. 
 
 
 
 
 
 
Au début du cycle, les têtes des chaines lourdes de Myosine II se lient à l’Actine 
filamenteuse (figure 11). Cette interaction est de très courte durée car la fixation d’une 
molécule d’ATP sur la Myosine réduit son affinité pour les filaments d’Actine. L’hydrolyse 
de l’ATP par le domaine ATPase des chaînes lourdes induit un changement de 
conformation de la Myosine, déplaçant le domaine régulateur d’un angle de 70° vers 
l’extrémité barbue du filament d’Actine (figure 11). Les têtes se lient de nouveau à 
l’Actine, puis la perte du phosphate replace les têtes de Myosine II à leur position de départ, 
déplaçant ainsi les filaments d’Actine (d’environ 10nm). L’ADP se détache, est remplacé 
par une nouvelle molécule d’ATP et un nouveau cycle peut recommencer. La Myosine peut 
donc être considérée comme un moteur moléculaire dont l’énergie provient de l’hydrolyse 
de l’ATP. 
 
La queue des chaînes lourdes permet à plusieurs molécules de Myosine de 
s’associer entre elles pour former des oligomères (figure 12), importants pour exercer des 
forces entre plusieurs filaments d’Actine, comme c’est le cas lors de la contraction de 
l’anneau d’Actomyosine en ana/télophase. Pour que la Myosine puisse exercer son rôle 
moteur, ses chaînes légères doivent être activées par phosphorylation, un mécanisme 
dépendant de la petite GTPase Rho [12]. Des études réalisées dans des cellules de 
 
Figure 10 : représentation schématique 
de la Myosine II. 
La Myosine II est constituée de deux 
chaînes lourdes (en rouge), de deux 
chaînes légères qualifiées d’essentielles 
(en bleue) et de deux chaînes légères 
régulatrices (en vert). 
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mammifères et de drosophile, montrent que la Rho-kinase, un effecteur de Rho, 
phosphoryle directement la chaîne légère de la Myosine II sur la thréonine 18 et la sérine 
19, ou sur la thréonine 20 et la sérine 21 respectivement [13], [14]. La Rho-kinase peut 
aussi contrecarrer la déphosphorylation des chaînes légères de Myosine, en inactivant par 
phosphorylation la phosphatase de la Myosine [15]. L’importance de la Rho-kinase dans 
l’activation par phosphorylation de la MLC a été démontrée in vivo, via l’utilisation d’un 
mutant phosphomimétique de la chaîne légère de la Myosine. L’expression de cette MLC 
phosphomimétique dans des drosophiles mutantes pour la Rho-kinase sauve la létalité 
induite par l’absence de la Rho-kinase endogène [16]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.2. Dynamique des microtubules et principaux régulateurs. 
Lors de la mitose, le fuseau mitotique permet l’alignement des chromosomes sur la 
plaque métaphasique puis la répartition équitable du matériel génétique entre les deux 
cellules filles. Ce processus microtubules-dépendant est critique, puisqu’une organisation 
altérée du fuseau mitotique peut conduire à une mauvaise ségrégation des chromosomes, 
générant ainsi de l’instabilité génétique à l’origine et/ou favorisant la transformation 
cellulaire. En plus d’assurer la séparation des chromosomes, les microtubules contribuent à 
localiser l’anneau d’actomyosine (cf. 331). Ces processus sont rendus possible grâce à la 
dynamique des microtubules, dont l’instabilité dépend de paramètres intrinsèques aux 
dimères de tubuline et de facteurs additionnels. 
 
1 
2 
3 
4 
Figure 11 : la modification conformationnelle de la Myosine II permet 
un déplacement des filaments d’Actine. 
(1) La liaison de l’ATP à la Myosine II (en vert) entraîne sa dissociation 
des filaments d’Actine (en rose). (2) L’hydrolyse de l’ATP modifie la 
conformation de la Myosine II, qui se lie de nouveau aux filaments 
d’Actine (3). Enfin, (4) la perte de l’ADP modifie la conformation de la 
Myosine II qui revient à sa position de départ permettant un déplacement 
des filaments d’Actine. 
D’après Rament & al, 1993. 
Figure 12 : rôle de la Myosine II dans la contraction de 
l’Actomyosine. Plusieurs molécules de Myosine II (en vert) peuvent 
s’associer antiparallèlement, permettant un glissement de plusieurs 
filaments d’Actine (en rouge) en sens contraire (flèches bleues). 
D’après Alberts & al, 1994. 
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2.2.1. Régulation du réseau microtubulaire au cours du cycle cellulaire. 
Les microtubules sont des polymères de Tubuline, en équilibre dynamique entre 
polymérisation et dépolymérisation. La transition entre polymérisation et dépolymérisation 
est appelée « catastrophe », et la transition inverse « sauvetage » (figure 13). 
 
 
 
 
 
 
 
Les microtubules peuvent également être stabilisés sans se polymériser ni se 
dépolymériser, on les considère alors en « pause ». Cette succession de catastrophes et de 
sauvetages permet de moduler l’organisation des microtubules dans la cellule, et joue un 
rôle clef pour l’organisation et la dynamique du fuseau mitotique. La dynamique des 
microtubules est régulée au cours du cycle cellulaire, passant d’une demi-vie d’environ 
quinze minutes en interphase à trente à quatre vingt dix secondes en moyenne en mitose 
[17], [18]. Cette instabilité accrue des microtubules en mitose provient essentiellement 
d’une augmentation de cinq à dix fois de la fréquence des catastrophes. En interphase, les 
microtubules émanent du centre organisateur de microtubules situé près du noyau et de 
l’appareil de Golgi, et forment un réseau de microtubules relativement longs et stables 
(figure 14A). A l’entrée en division, les microtubules interphasiques se dépolymérisent en 
molécules de Tubuline, qui vont se réassocier progressivement pour former le fuseau 
mitotique [17], [18] (figure 14B). Ce fuseau, une structure bipolaire, va évoluer rapidement 
au cours des étapes successives de la division cellulaire grâce à l’instabilité relative des 
différents types de microtubules qui le composent : astraux, polaires, kinétochoriens ou du 
fuseau central. 
 
 
 
 
 
Figure 13 : représentation schématique des 
évènements de sauvetage et de catastrophe 
que peuvent subir les microtubules. 
Les « sauvetages » correspondent à la 
polymérisation des microtubules (en vert), 
alors que les évènements « catastrophes » 
correspondent à leur dépolymérisation. 
D’après Arnal & al, 2002 
 
Figure 14A : organisation des microtubules en interphase. 
Marquage des microtubules (en vert) d’une cellule de 
drosophile S2 en interphase. Le réseau microtubulaire est 
formé de microtubules relativement longs qui remplissent 
tout l’espace intracellulaire. L’Actine est marquée en rouge 
par la phalloïdine Texas-RedX et l’ADN en bleu par le DAPI. 
Photo déconvoluée de Sébastien Carréno. 
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2.2.2. Structure et constituants des microtubules. 
Les microtubules sont des polymères dont l’unité de base est un dimère de Tubuline 
α et β (figure 15). Ces hétérodimères s’associent en treize protofilaments qui s’assemblent 
latéralement entre eux formant ainsi des feuillets, ces derniers se repliant progressivement 
sur eux-mêmes pour former les microtubules [19] (figure 15). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Les microtubules sont polaires, avec une extrémité « - » ancrée au niveau des 
MTOC, et une extrémité « + », à croissance et décroissance rapide (succession de 
catastrophes et de sauvetages). L’hydrolyse du GTP est à la base de cette instabilité. Quand 
un dimère de Tubuline s’ajoute à l’extrémité « + » d’un microtubule, la β-Tubuline est 
associée à une molécule de GTP (figure 16). 
Figure 14B : organisation des microtubules en mitose. 
Marquage des microtubules (en vert) de cellules de drosophile S2 en mitose incluant une prophase, une 
métaphase, une anaphase et une télophase. Les microtubules sont organisés de façon à former le fuseau 
mitotique. L’Actine est marquée en rouge par la phalloïdine Texas-RedX et l’ADN en bleu par le DAPI. 
D’après Carréno & al, 2008. 
 
 
Figure 15 : structure d’un microtubule. 
Les microtubules sont formés de treize protofilaments eux-mêmes constitués d’une association 
d’hétérodimères d’α- (sphères blanches) et de β- Tubuline (sphères vertes). 
D’après Arnal & al, 2002 
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L’hydrolyse du GTP change la conformation de la Tubuline en induisant une 
courbure [20] visible en cryomicroscopie électronique [21] (figure 17), favorisant la 
séparation des protofilaments à leur extrémité « + », ainsi que leur dépolymérisation (figure 
16). La β- Tubuline est liée au GDP sur la majeure partie de la paroi des microtubules, alors 
qu’à l’extrémité « + » la β-Tubuline est liée au GTP et forme une coiffe permettant la 
polymérisation par ajouts de nouveaux hétérodimères de Tubuline. La perte de cette coiffe 
entraînerait les catastrophes [22] (figure 16). Une étude récente montre également que ces 
îlots de Tubuline-GTP sont également présents à l’intérieur des microtubules et permettent 
la repolymérisation rapide observée lors des sauvetages. Un autre modèle démontre que les 
modifications conformationnelles du dimère de Tubuline α et β ne sont pas induites par la 
fixation d’une molécule de GTP, mais par l’incorporation de ce dimère dans le feuillet de 
Tubuline [23]. Dans ce modèle, le GTP jouerait un rôle secondaire en modulant les 
interactions entre les protofilaments du feuillet [23]. 
 
 
 
Figure 16 : instabilité 
dynamique des microtubules. 
Les microtubules sont polarisés,  
l’incorporation de dimères d’α- 
et de β- Tubuline liés au GTP 
étant favorisée à leur extrémité « 
+ ». Les microtubules cyclent 
perpétuellement entre poly-
mérisation et dépolymérisation, 
d’où le terme d’instabilité 
dynamique. 
D’après Conde & al, 2009. 
 
Figure 17 : Structure des microtubules 
obtenue par cryomicroscopie 
électronique. 
microtubules en cours de dépolymérisation, 
(b) microtubules en cours de polymérisa-
tion, (c) dessins illustrants successivement 
les évènements de sauvetage et de 
catastrophe. 
D’après Chretien & al, 
1995 (a et b) et Desai & al, 1997 (c). 
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2.2.3. Protéines MAP, facteurs de catastrophe et protéines motrices. 
Il existe des facteurs protéiques qui régulent la dynamique des microtubules [19]. 
Ainsi, les Microtubules Associated Proteins (MAPs) se lient et modulent les propriétés des 
microtubules, en les stabilisant et/ou en stimulant leur vitesse de polymérisation [24]. Par 
exemple, pour une même concentration de Tubuline, on estime que le taux de 
polymérisation de la Tubuline est cinq à dix fois plus important in vivo qu’in vitro. Les 
facteurs de catastrophe déstabilisent les microtubules, favorisant la réduction rapide de leur 
taille. D’autres protéines, motrices, se déplacent sur ces polymères de Tubuline en utilisant 
l’énergie provenant de l’hydrolyse de l’ATP [25]. Ces protéines forment deux familles : les 
Kinésines, qui se déplacent vers l’extrémité « + » des microtubules [26] (exception faite 
pour les Kinésines de la sous-famille Kinésine-14 qui se déplacent vers l’extrémité négative 
des microtubules), et les Dynéines, qui se déplacent vers l’extrémité « - » [27] (figure 18). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
En plus de permettre un transport orienté le long des microtubules, les Dynéines 
sont impliquées dans la formation du fuseau mitotique en permettant la séparation des 
centrosomes et la convergence des microtubules aux pôles du fuseau [28], [29], [30], [31], 
[32], [33], [34]. [35], [36]. Les Kinésines participent aussi à la séparation des centrosomes 
et à la formation des pôles du fuseau mitotique, en favorisant la convergence des 
microtubules du fuseau à leur extrémité négative [37], [34], [38]. 
2.3. Quand l’Actine et les microtubules communiquent. 
Plusieurs protéines sont connues pour lier à la fois l’Actine et les microtubules, 
parmi lesquelles se trouvent les Spectraplakines ou encore le complexe Dynéine/Dynactine 
 
Figure 18 : les Dynéines et les Kinésines sont des protéines 
motrices associées aux microtubules. 
Parmi les MAPs (Microtubules Associated Proteins) se 
trouvent les Dynéines, qui se déplacent vers l’extrémité « - » 
des microtubules, et les Kinésines qui elles se déplacent vers 
leur extrémité « + ». 
D’après Kramer et Tramu, 2009 
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[39], [40]. Le complexe Dynéine/Dynactine se localise non seulement le long des 
microtubules dans des cellules épithéliales mitotiques, mais également sur des agrégats 
d’Actine corticaux sur lesquels convergent des microtubules astraux, suggérant que ce 
complexe puisse participer au « dialogue » Actine/microtubules [40]. Cette communication 
entre cytosquelette d’Actine et microtubules peut aussi être indirecte, à travers l’activité des 
régulateurs de l’Actine ou des microtubules. Par exemple, la GTPase Rho régulant 
l’organisation du cytosquelette d’Actine peut être activée par Rho-GEF-H1, qui elle-même 
se lie aux microtubules [40]. Un mutant de Rho-GEF-H1 incapable de lier les microtubules 
induit des modifications de l’organisation de l’actine, induite par une suractivation de Rho 
au cortex [40]. Les mécanismes permettant un dialogue Actine-microtubules restent 
cependant mal compris, et donc un champ d’investigation à explorer. 
3. Morphogénèse cellulaire des cellules en mitose. 
La division cellulaire est caractérisée par une succession de modifications  
morphologiques. Dès l’entrée en division, en prophase, les cellules adoptent une forme 
sphérique (figure 19A) qui sera maintenue lors des étapes ultérieures jusqu’à l’anaphase A. 
En anaphase B, les cellules subissent dans un premier temps une déformation conduisant à 
l’acquisition d’une forme sphéroïque (figure 19B), imputée à l’élongation de la cellule. 
Dans un second temps, une contraction à l’équateur de la cellule associée à une relaxation 
despôles lui donne une forme de « cacahuète » (figure 19C). Enfin, l’abscission permet de 
séparer les deux cellules filles, qui vont redevenir sphériques dans le cas des cellules non 
adhérentes, ou de forme irrégulière dans le cas des cellules adhérentes. 
 
 
 
 
 
 
 
 
   
Figure 19A : 
représentation 
schématique 
d’une sphère. 
Figure 19B :  
représentation 
schématique d’un 
sphéroïde oblate.
Figure 19C : représentation 
schématique d’un objet aux 
courbes convexes aux « pôles » 
et convexes à « l’équateur ».
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La morphogénèse des cellules mitotiques requiert donc successivement 3 étapes : (i) 
l’arrondissement caractéristique des cellules en prophase, prométaphase, métaphase et 
anaphase A, (ii) l’élongation cellulaire propre à l’anaphase B, et enfin (iii) le remodelage 
concave du cortex équatorial en anaphase B dû à l’ingression du sillon. De nombreuses 
équipes s’intéressent aux mécanismes contrôlant la forme des cellules mitotiques. Cet effort 
collectif a généré de nombreuses données sur ce mécanisme, dont les détails varient 
légèrement en fonction du type cellulaire. Nous nous limiterons aux acteurs majeurs, 
généralement conservés, ne reflétant probablement pas la diversité et la complexité des 
mécanismes mis en oeuvre. Ceci est particulièrement vrai pour l’étape d’ingression du 
sillon de clivage (cf. 33). 
3.1. L’arrondissement cellulaire à la transition interphase-mitose. 
3.1.1. Une caractéristique générale des cellules animales ? 
Très tôt au cours du développement, l’entrée en mitose est associée à un 
arrondissement cellulaire notamment chez les batraciens [41]. Cette modification de la 
morphologie cellulaire caractérise la majorité des cellules en division aussi bien in vivo 
qu’ex vivo [42], [43], [44]. Cet arrondissement du cortex corrèle avec une augmentation de 
la rigidité corticale mesurée à la transition interphase - mitose. Par exemple, la résistance 
des oeufs d’oursin aux forces de succions exercées à l’aide de micropipettes augmente à 
l’entrée en division [45]. De même, la microscopie à force atomique a montré que le cortex 
des cellules de mammifères Ptk2 ou des cellules de drosophile est plus rigide en début de 
division qu’en interphase [46], [47]. Cette « universalité » suggère que l’arrondissement des 
cellules associé à l’augmentation de la rigidité corticale à l’entrée en prophase est 
nécessaire ou contribue au déroulement de la mitose. 
3.1.2. L’importance de l’arrondissement pour la division cellulaire. 
L’entrée en division des cellules adhérentes ou semi-adhérentes s’accompagne d’un 
mécanisme de dé-adhésion, permettant l’arrondissement cellulaire et l’intégrité de la 
division. En effet, une adhésion excessive des fibroblastes induite par un traitement du 
substrat à la fibronectine, se traduit par une morphologie anormale des cellules mitotiques 
et un fort pourcentage de cellules binucléées. Cette dé-adhésion cellulaire est caractérisée 
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par une dissociation ou une relocalisation cytoplasmique des complexes protéiques 
nécessaires à l’adhésion. Ainsi, les protéines des points focaux d’adhésion, telles que 
l’Alpha-Actinine, la Taline ou encore la Focal Adhesion Kinase deviennent cytoplasmiques 
à l’entrée en division [48], [49], [50]. Il est cependant important de noter que cette dé-
adhésion est partielle. A l’entrée en division, les cellules adhérentes (HeLa) restent en 
partie attachées au substrat par des fibres de rétraction [51], [52], [53], [54], [55] (figure 
20A). 
 
 
 
 
 
Or ces fibres de rétraction sont importantes pour l’orientation du fuseau mitotique 
[51], [52], [54], [55]. Des micro-profils de fibronectine permettent de créer des zones de 
forte adhérence pour les cellules mitotiques, restreignant la formation et/ou la stabilisation 
des fibres de rétraction dans les zones corticales correspondantes. En fonction de la 
localisation des fibres de rétraction, on observe une orientation spécifique du fuseau 
mitotique. Un modèle permet ainsi de prédire l’orientation du fuseau en fonction des zones 
corticales adhérentes au substrat (figure 20B). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 20A : en mitose les cellules s’arrondissent 
et présentent des fibres de rétraction. 
Cellule HeLa en métaphase, ensemencée sur un 
patron de fibronectine. L’Actine est en vert, les 
pôles du fuseau en rouge (panel de gauche) ou en 
vert (panel de droite), les microtubules astraux en 
rouge (panel de droite) et l’ADN en bleu. 
D’après Théry & al, 2007. 
 
Figure 20B : modèle de l’orientation du fuseau mitotique par les fibres de rétraction. 
Représentation schématique d’une cellule mitotique liée au substrat par des fibres de rétraction (en vert) 
L’enrichissement de ces fibres de rétraction permettrait d’activer localement des protéines corticales capables 
d’exercer une tension (symbolisée en bleu) sur les microtubules astraux (en rouge) et ainsi d’orienter le 
fuseau mitotique en fonction des zones adhérentes. 
D’après Théry & al, 2007. 
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Ce modèle est basé sur l’activation de protéines au cortex cellulaire, incluant des 
protéines motrices et de la famille des ERMs, préférentiellement aux points d’adhérence de 
la cellule avec le substrat (c’est à dire là où se trouvent les fibres de rétraction). En exerçant 
une tension sur les microtubules astraux, elles participeraient à l’orientation du fuseau 
mitotique (figure 20B). L’orientation du fuseau mitotique pourrait également être 
dépendante d’une interaction entre les microtubules astraux et des structures sub-corticales 
riches en Actine filamenteuse [55]. La distribution de ces agrégats d’Actine 
cytoplasmiques, localisés à proximité du cortex, semble être déterminée par les fibres de 
rétraction [55]. L’orientation du fuseau mitotique pourrait ainsi être contrôlée par une 
réorganisation du réseau d’Actine cortical mais également sub-cortical. Ces expériences ex 
vivo pourraient contribuer à mieux comprendre le contrôle du plan de clivage tel 
qu’observé in vivo. 
3.1.3. L’arrondissement cellulaire : un processus complexe et régulé. 
Bien que globalement mal compris, les mécanismes qui contribuent aux 
modifications de forme cellulaire et à l’augmentation de la rigidité corticale à l’entrée en 
mitose impliquent une réorganisation du cytosquelette d’Actine, contrôlée par des 
mécanismes Rho-dépendents et/ou Rho-indépendents. 
3.1.3.1. La réorganisation du cytosquelette d’Actine. 
Dès 1997, des études menées par Cramer et Mitchison démontrent que la 
réorganisation du cytosquelette d’Actine à la transition G2/M permet une modification de 
ses propriétés mécaniques [44]. En interphase, l’Actine filamenteuse est organisée en 
structures diverses ayant des propriétés mécaniques différentes. Les filaments d’Actine 
peuvent former des fibres de stress, rigides et contractiles [56], ou des réseaux plus souples 
tels qu’au sein des lamellipodes. Quand les cellules entrent en mitose, ces différentes 
structures d’Actine sont réorganisées et les microfilaments d’Actine se relocalisent 
majoritairement à la périphérie cellulaire [54]. Cette réorganisation de l’Actine au cortex 
cellulaire s’accompagne d’interactions avec la Myosine, permettant la formation d’un 
réseau d’Actomyosine sur l’ensemble du cortex (cf. 213). Le caractère globalement 
isotrope des contractions de ce réseau conduit à l’acquisition d’une forme sphérique par la 
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cellule, associée à une augmentation de la rigidité corticale. Plusieurs voies de 
signalisation, Rho-dépendantes et/ou Rho-indépendantes peuvent être impliquées dans cette 
réorganisation du cytosquelette d’Actine. 
3.1.3.2. Réorganisation de l’Actine Rho-dépendante. 
Grâce à des approches biochimiques combinées à de la micro-manipulation, Amy 
Maddox a mis en évidence que Rho A participe au remodelage cortical à l’entrée en mitose 
[57]. La GTPase Rho, active quand liée au GTP et inactive quand elle est liée au GDP, est 
régulée par deux types de facteurs : les GEFs (Guanine nucleotide Exchange Factors), et les 
GAPs (GTPase Activating Proteins) (figure 21). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Alors que les GEFs activent la GTPase Rho en substituant une molécule de GTP au GDP, 
les GAPs inactivent Rho en favorisant l’hydrolyse du GTP [58]. Les GDIs (Guanine 
nucleotide Dissociation Inhibitors) participent également à l’inactivation des GTPases Rho, 
en les séquestrant lorsqu’elles sont liées au GDP [58] (figure 21).  
 
En interphase, l’activité de RhoA est globalement faible et celle de son inhibiteur 
p190RhoGAP élevée. L’entrée en division s’accompagne d’une chute d’activité de 
p190RhoGAP, associée à une forte activation de RhoA [57]. Cette activation de RhoA à 
l’entrée en mitose, qui demeure jusqu’en fin de division, a été confirmée dans plusieurs 
types cellulaires dont les cellules HeLa [57]. Via la kinase Rho-kinase, RhoA stimule la 
LIM Kinase qui sous régule la Cofiline, favorisant la fragmentation des filaments d’Actine 
[59], [60] (cf. 212). La Rho-kinase, qui favorise également la contraction en phosphorylant 
Figure 21 : cycle d’activation des 
GTPases de la famille Rho. 
Les Rho-GTPases oscillent entre un état 
inactif lorsque liées au GDP, et un état 
actif quand liées au GTP. Leur cycle 
d’activation est finement régulé par des 
régulateurs positifs : les Rho-GEF qui 
catalysent l’échange GDP/GTP, et des 
régulateurs négatifs : les Rho-GAP qui 
favorisent le retour des GTPases à l’état 
inactif. Enfin, les Rho-GDI séquestrent les 
Rho-GTPases bloquant ainsi leur 
activation. 
D’après Kaibuchi & al, 1999. 
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la chaine légère de la Myosine II [61], [62] (cf.213), est requise pour l’arrondissement des 
cellules et l’augmentation de la rigidité corticale à l’entrée en division [57]. En régulant la 
polymérisation de l’Actine et la phosphorylation de la Myosine, RhoA promeut la 
formation d’Actomyosine, dont les contractions isotropes vont permettre l’arrondissement 
cellulaire à la transition interphase - mitose. (figure 22) [57]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
3.1.3.3. Réorganisation de l’Actine Rho-indépendante. 
Bien que l’activation de RhoA et de son effecteur Rho-kinase à l’entrée en division 
participent à l’arrondissement des cellules à la transition G2/M [57], d’autres travaux 
soutiennent l’existence d’un ou plusieurs mécanisme(s) Rho-indépendant. Par exemple, 
l’inhibition de RhoA par la surexpression de p190RhoGAP ou par son ADP-ribosylation 
(induit par un traitement à la C3) n’altère pas l’arrondissement des cellules Rat1 à l’entrée 
en division [57]. Par ailleurs, une étude faite au laboratoire [63] et confirmée par une autre 
équipe [47] met en évidence la contribution des protéines de la famille ERM dans 
l’acquisition de la forme sphérique à l’entrée en division. En effet, en utilisant des cellules 
de drosophile S2, l’équipe a montré que l’inhibition de son expression abolit 
l’arrondissement cellulaire caractéristique des cellules mitotiques [63]. A l’inverse, 
l’expression d’une forme constitutivement active de la dMoésine suffit à augmenter la 
rigidité corticale des cellules interphasiques, qui deviennent sphériques [47]. Il semblerait 
qu’en réorganisant l’orientation des filaments d’Actine ou leur lien à la membrane 
plasmique, l’activation des protéines ERMs au cortex soit suffisante pour induire 
l’arrondissement cellulaire et la rigidification corticale. 
 
Figure 22 : RhoA et la Rho-kinase 
participent à la réorganisation de 
l’Actine, à l’augmentation de la 
rigidité corticale et à la dé-adhésion à 
l’entrée en mitose. 
Les flèches noires symbolisent des 
stimulations (directes ou indirectes), les 
lignes suivies d’une barre des 
inhibitions et les flèches grises des 
possibles relations causales. 
D’après Maddox & al, 2003. 
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3.2. L’élongation cellulaire caractéristique de l’anaphase B précoce : les 
acteurs moléculaires. 
Plusieurs études ont mis en évidence une accumulation de Rho au cortex équatorial 
lorsque la cellule s’allonge, avant même l’ingression du sillon de clivage [64], [65]. Gilles 
Hickson et al ont confirmé l’implication de Rho dans l’élongation cellulaire et ont identifié 
plusieurs protéines nécessaires à l’élongation de la cellule en début d’anaphase B [66]. 
Ainsi, la Rho-kinase est aussi concentrée au cortex équatorial et nécessaire à l’élongation 
cellulaire. Comparé aux cellules sauvages en anaphase B (figure 14B), l’inhibition de cette 
kinase conduit à un défaut d’élongation qui se poursuit en télophase (figure 23A). De 
même, la chaîne lourde de la Myosine II Zipper et la chaîne légère de la Myosine II 
Spaghetti squash sont nécessaires à l’élongation cellulaire [66]. Lors de l’élongation, la 
phosphorylation de Spaghetti squash au cortex équatorial et la localisation de Zipper à 
l’équateur sont dépendantes de l’activation de la Rho-kinase, induite par Rho [66] [64], 
[67]. Une autre étude confirme le rôle essentiel de la Rho-kinase dans la localisation de la 
Myosine II au cortex équatorial en anaphase. Elle montre de plus que cette localisation 
corticale est dépendante de la phosphorylation de la chaîne légère de la Myosine et que 
celle-ci est nécessaire à l’élongation cellulaire (figure 23B) [68]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 23A : La Rho-kinase est requise pour l’élongation cellulaire en anaphase. 
Cellules S2 traitées par un dsRNA dirigé contre la Rho-kinase, marquées pour les microtubules (vert), 
l’Actine filamenteuse (rouge) et l’ADN (bleu). Alors qu’en anaphase A la cellule semble normale (gauche), 
en anaphase B (milieu) et en télophase (droite), les cellules présentent un défaut d’élongation. 
D’après Hickson & al, 2006 
 
Figure 23B : la phosphorylation de la chaîne 
légère de la Myosine (RLC) est nécessaire à 
son recrutement à l’équateur et à 
l’élongation cellulaire. 
Cellules S2 traitées par un dsRNA dirigé contre 
la RLC endogène, et exprimant une forme 
phosphorylable (RLC T20S21) ou non 
phosphorylable (RLC A20A21) de la RLC. Le 
défaut de recrutement de la RLC non 
phosphorylable au cortex équatorial est associé 
à un défaut d’élongation cellulaire en anaphase. 
D’après Dean & al, 2006. 
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Puisque l’activation de Rho favorise la formation de l’Actomyosine, on pourrait 
prédire que l’inhibition de la Rho-kinase se traduise par une relaxation excessive du cortex. 
De façon surprenante, une étude montre que le défaut d’élongation cellulaire observé suite 
à l’inhibition de la Rho-kinase est dû au contraire à une rigidité corticale excessive [66]. Ce 
défaut d’élongation peut être compensé par un traitement des cellules à la latrunculine, qui 
en séquestrant les monomères d’Actine bloque la polymérisation des filaments d’Actine et 
induit leur dépolymérisation [69], [66]. D’autre part, l’élongation cellulaire semble au 
moins en partie induite par l’allongement du fuseau mitotique, qui en exerçant une pression 
sur le cortex polaire entrainerait une modification de la forme cellulaire [70]. Le défaut 
d’élongation cellulaire observé suite à l’inhibition de la Rho-kinase n’est pas dû à un défaut 
d’allongement du fuseau mitotique [66]. En effet, tout semble normal jusqu’à l’anaphase A, 
puis à l’entrée en anaphase B les pôles des fuseaux mitotiques s’éloignent de manière 
anormale jusqu’au cortex. Les microtubules polaires continuent de croitre, et se déforment 
en raison de l’incapacité de la cellule à s’allonger [66]. Les mêmes défauts sont observés 
suite à l’inhibition de Zipper ou de Spaghetti Squash [66]. L’absence des autres constituants 
de la voie Rho impliqués dans la cytokinèse, tels que Pebble, RacGAP50C ou Diaphanous, 
n’altèrent que modérément l’élongation cellulaire. Alors que Pebble est essentielle à 
l’ingression du sillon de clivage, elle n’est pas indispensable à l’élongation cellulaire (qui 
est réduite de moitié), de même pour RacGAP50C [66]. Enfin, alors que Diaphanous est 
essentielle à la cytokinèse [9], son inhibition (ou celle de la kinase Citron) n’a pas d’effet 
sur l’élongation cellulaire [66]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
Figure 24 : les voies de 
signalisation Rho-dépendantes 
sont impliquées dans l’élongation 
cellulaire et dans la contraction 
équatoriale. 
Les flèches noires symbolisent des 
stimulations (directes ou indirectes) 
et les lignes suivies d’une barre des 
inhibitions. Alors que la GTPase 
Rho, la Rho-kinase et la Myosine II 
(chaîne légère et chaîne lourde) sont 
essentielles à l’élongation de la 
cellule, les autres constituants de la 
voie de signalisation Rho tels que 
Pebble, la kinase Citron ou la 
formine Diaphanous ne le sont pas. 
D’après Glotzer, 2001. 
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L’élongation cellulaire et l’ingression du sillon de clivage, deux remodelages 
rapides de la morphologie cellulaire en anaphase B, sont donc contrôlées par des voies de 
signalisation communes, certains acteurs étant cependant spécifiques à l’élongation ou à 
l’ingression du sillon (figure 24). 
3.3. Contraction équatoriale et relaxation polaire en anaphase B. 
La contraction équatoriale couplée à la relaxation polaire conduit les cellules à 
acquérir une forme de « cacahuète », caractérisée par des surfaces membranaires convexes 
aux pôles et concaves à l’équateur. Les mécanismes moléculaires à l’origine de ce 
remodelage du cortex cellulaire en anaphase sont mal compris et semblent différer 
légèrement en fonction du type cellulaire étudié. Certains de ces mécanismes ont été 
conservés au cours de l’évolution, et un modèle répandu est que les microtubules du fuseau 
mitotique spécifient la localisation de l’anneau d’Actomyosine. Le fuseau est également 
nécessaire à l’assemblage de l’anneau d’Actomyosine au cortex, dont la contraction est 
requise pour l’ingression du sillon [71]. Cette communication entre les microtubules et le 
cytosquelette d’Actine contribue certainement à la contraction équatoriale et la relaxation 
polaire. 
3.3.1. Modèle de contraction équatoriale et de relaxation polaire médiées par le fuseau 
mitotique. 
Il a été montré que des signaux « positifs », c'est-à-dire stimulant la contraction 
corticale, sont délivrés préférentiellement au cortex équatorial par des microtubules. Parmi 
ces signaux, la voie de signalisation Rho, présentée précédemment, joue un rôle majeur en 
régulant l’activation de la Myosine et la polymérisation de l’Actine [72], [73], [74]. Rho et 
plusieurs de ses régulateurs s’accumulent à l’équateur et sont requis pour la mise en place 
et la contraction de l’anneau d’Actomyosine [75], [76], [77], [78], [79]. Le PI(4,5)P2 est 
également enrichi à la membrane équatoriale, et est requis pour la contraction de l’anneau 
d’Actomyosine et la stabilité du sillon de clivage (cf. 53). Cependant, la séquestration du 
PI(4,5)P2 ou l’inhibition de son hydrolyse n’abolit pas l’initiation du sillon de clivage, 
suggérant que le PI(4,5)P2 ne constitue pas en soi le signal « originel » pour la formation 
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du sillon. Le recrutement et l’activation de RhoA par les microtubules préférentiellement à 
l’équateur reste l’évènement (connu) le plus précoce pour l’initiation du sillon de clivage. 
3311. Modèle de contraction équatoriale chez les mammifères. 
Chez les mammifères, dès la séparation des chromosomes, les microtubules polaires 
s’associent pour former le fuseau central entre les deux lots de chromosomes. L’assemblage 
de ce fuseau central requiert le complexe centralspindline, constitué de la kinésine MKLP1 
(kinésin like protein) et de la RhoGAP MgcRacGAP, qui catalyse l’agrégation des 
microtubules entre eux [80], [81], [77] (figure 25). MKLP1 est d’ailleurs essentielle à 
l’ingression du sillon de clivage dans de nombreux modèles cellulaires [82], [83]. Elle 
participe à la fois à l’agrégation des microtubules, et au transport le long des microtubules 
de facteurs favorisant la formation et/ou à la contraction de l’anneau d’Actomyosine. La 
centralspindline recrute ainsi la RhoGEF ECT2 pour former un complexe (figure 25) qui va 
activer la GTPase Rho [64] (figures 24 et 25). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Rho-GTP est alors transloquée à la membrane plasmique la plus proche, c’est à dire 
à l’équateur de la cellule (figure 25). Via l’activation de la Rho-kinase à l’équateur, Rho 
promeut la polymérisation de l’Actine au cortex équatorial en activant entre autres la LIM 
kinase (figure 24). Celle-ci inactive à son tour la Cofiline [84], stabilisant ainsi les filaments 
d’Actine (cf. 212). La Rho-kinase participe également à l’activation de la Myosine par 
 
Figure 25 : la voie de signalisation 
médiée par Rho constitue un signal 
microtubulesdépendant pour 
positionner le sillon de clivage. 
Sur les microtubules du fuseau central 
(en rose) la kinésine MKLP-1 (en jaune) 
s’associe à la Rho-GAP MgcRacGAP 
(en bleu) pour former le complexe 
Centralspindline. Celui-ci recrute la 
RhoGEF ECT2 (en vert) qui va 
permettre l’activation de la GTPase Rho 
(en rouge) en favorisant l’échange du 
GDP par une molécule de GTP. Rho est 
alors transloquée à la membrane 
plasmique la plus proche, c'est-àdire la 
membrane équatoriale, où elle peut 
activer plusieurs de ses effecteurs dont 
la kinase Citron, elle-même capable 
d’activer la Myosine II en 
phosphorylant sa chaîne légère. 
D’après Kamijo & al, 2006. 
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phosphorylation de ses chaînes légères [85] (cf. 213) (figure 24). L’activité motrice de la 
Myosine II génère la force responsable du glissement des filaments d’Actine les uns par 
rapport aux autres, pour la contraction de l’anneau d’Actomyosine et le cintrage de la 
cellule à son équateur (cf. 213). L’inhibition de MKLP1, de MgcRacGAP ou d’ECT2 
conduit à une délocalisation de la GTPase Rho, qui n’est plus enrichie ni activée au cortex 
équatorial. Il s’en suit un défaut de formation de l’anneau d’Actomyosine, conduisant à un 
défaut de cytokinèse et/ou à l’aneuploïdie cellulaire. L’anneau d’Actomyosine est très 
dynamique durant l’ingression du sillon, en raison d’un rapide turn-over de l’Actine et de la 
Myosine [86], [87]. En effet, il a été démontré que la dépolymérisation de l’Actine est 
nécessaire à l’ingression du sillon. Bien que les mécanismes précis de cette 
dépolymérisation de l’Actine soient controversés, il semblerait que des facteurs tels que la 
Cofiline participent à l’ingression du sillon en jouant sur la dynamique de polymérisation 
de l’Actine, de même que le PI(4,5)P2 (cf. 53). 
 
Dans les cellules de mammifère, le fuseau central est donc important pour localiser 
et induire la formation du sillon de clivage. Ceci peut expliquer pourquoi une barrière 
physique placée entre le fuseau central et le cortex inhibe l’ingression du sillon de clivage 
dans des cellules en culture [88]. 
3.3.1.2. Modèle de contraction équatoriale chez la drosophile. 
Dans les cellules de drosophile, les microtubules spécifient également la position du 
sillon de clivage par une voie de signalisation Rho-dépendante. Comme chez les 
mammifères, la centralspindline, constituée de Pavarotti (l’orthologue de MLKP1) et de 
RacGAP50C (l’orthologue de MgcRacGAP), interagit aussi avec l’orthologue d’ECT2, la 
RhoGEF Pebble. Dans des drosophiles mutantes pour Pavarotti, les microtubules ne 
s’associent pas pour former le fuseau central et les composants de l’anneau d’Actomyosine 
ne s’assemblent pas, conduisant à un défaut de cytokinèse [89]. Par contre, à l’inverse 
d’ECT2 qui colocalise avec la centralspindline sur le fuseau central, Pebble est localisée au 
cortex équatorial [90]. Pebble n’interagit donc pas avec la centralspindline du fuseau 
central mais avec les complexes de centralspindline localisés sur les microtubules astraux, 
et contribue à l’activation de Rho au cortex équatorial. Lié au GTP, Rho interagit avec 
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Diaphanous et la régule positivement [11]. Essentielle à la cytokinèse, Diaphanous permet 
la nucléation des filaments d’Actine non branchés [9] [10], [11]. Rho-GTP favorise aussi 
l’activation de la Myosine II via la Rho-kinase et Citron-kinase [91]. Dans ce modèle 
cellulaire, la spécification du sillon de clivage dépend majoritairement des microtubules 
astraux. Cependant, des cellules mutantes de drosophile asterless, qui ne forment pas de 
microtubules astraux, sont toujours capables de se diviser. Dans ces cellules, le fuseau 
central se forme et est suffisant pour induire la formation et la contraction de l’anneau 
d’actomyosine [92]. 
3.3.1.3. Combinaison de signaux positifs et négatifs. 
En fonction des types cellulaires, la spécification du sillon de clivage par 
l’activation de Rho est contrôlée soit par les microtubules astraux, soit par les microtubules 
du fuseau central [93]. Dans tous les cas, les microtubules induisent la formation de 
l’anneau d’Actomyosine via une activation localisée de Rho, préférentiellement au cortex 
équatorial. Le fuseau mitotique délivre donc des signaux stimulant la contraction corticale, 
à l’équateur (figure 26). Des signaux « négatifs », libérés par les microtubules astraux situés 
à proximité du cortex polaire, pourraient quant à eux induire une relaxation du cortex 
(figure 26). De tels signaux ont été identifiés chez le Xénope [94]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
En fonction du modèle cellulaire, la contraction équatoriale et la relaxation polaire 
sont induites par la délivrance de signaux positifs à l’équateur et/ou de signaux négatifs aux 
régions polaires (figure 26) [95]. Ces deux modèles ne sont pas incompatibles, et 
convergent vers le rôle clé des microtubules pour la localisation et l’ingression du sillon de 
clivage. 
 
Figure 26 : modèles de relaxation polaire ou de stimulation équatoriale par les microtubules. 
Dans le modèle de gauche, les microtubules astraux qui contactent le cortex polaire délivrent un signal de 
relaxation, restreignant la contraction à l’équateur de la cellule. Dans le second modèle (à droite), les 
microtubules astraux et du fuseau central délivrent un signal de contraction à l’équateur. Ces deux modèles 
ne sont pas exclusifs. Les microtubules sont en rouge, la membrane plasmique en vert et l’ADN en bleu. 
D’après D’Avino & al, 2005. 
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3.3.2. Modèle de contraction équatoriale et de relaxation polaire médiées par un flux 
cortical d’Actine et de Myosine. 
Durant l’anaphase, des filaments d’Actine pré-existants sont transportés des régions 
polaires vers le sillon de clivage grâce à un flux cortical, et participent à l’enrichissement de 
l’Actine à l’équateur. Dès 1943, des mouvements corticaux ont été observés dans des oeufs 
d’oursin, grâce à l’analyse du mouvement de particules de carbone fixées sur le cortex des 
oeufs durant l’ingression du sillon [96]. Les oeufs de Xénope constituent un bon modèle 
pour étudier la mitose, leur taille importante facilitant les micromanipulations. La 
microinjection d’Actine globulaire fluorescente a permis d’observer la dynamique de 
l’Actine lors de l’anaphase. Dans ce modèle, l’enrichissement de l’Actine à l’équateur 
provient pour moitié de la synthèse locale de nouveaux filaments, et pour moitié d’un flux 
de filaments d’Actine pré-existants des pôles vers l’équateur [97]. Un tel flux d’Actine a été 
aussi mis en évidence dans des cellules de mammifères [86, 98, 99]. Cao & al ont montré 
dans des cellules épithéliales de rat que l’enrichissement de l’Actine à l’équateur provient 
majoritairement de filaments d’Actine pré-existants, qui se déplacent des régions polaires 
vers l’équateur [99] [98] (figure 27). Ce flux cortical d’Actine a également été mis en 
évidence grâce à l’observation des trajectoires de billes recouvertes de Concanavaline A 
fixées sur le cortex cellulaire [100]. Enfin, un flux cortical de Myosine a été observé des 
pôles vers l’équateur dans des cellules 3T3 en anaphase [101] ainsi que dans des oeufs de 
Xénope [97]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 27 : modèle hypothétique représentant les mouvements 
d’Actine durant l’ingression du sillon de clivage. 
Les filaments d’Actine cytoplasmiques s’associent avec le cortex 
polaire (têtes de flèche) puis migrent en direction du sillon de 
clivage (flèches courbes). Les filaments se dissocient ensuite du 
cortex et deviennent cytoplasmique (petites flèches). Un éventuel 
flux cytoplasmique permettrait le déplacement des filaments 
d’Actine en direction du cortex polaire (flèches surmontées d’un 
point d’interrogation). 
D’après Cao & al, 1990. 
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3.3.3. Les blebs polaires : des déformations furtives et dynamiques. 
Observé pour la première fois en 1883, le blebbing conduit à des déformations 
membranaires transitoires, rapidement rétractés. Bien que ce blebbing soit observé dans 
90% des mitoses [66], ni les causes du blebbing mitotique, ni les mécanismes de leur 
rétraction ne sont bien caractérisées. 
 
La mécanique des fluides prédit que si la pression du cytoplasme sur le cortex est 
trop forte, la courbure de la membrane plasmique aux pôles n’est pas suffisante pour 
résister à cette augmentation de pression, conduisant à une instabilité corticale. La loi de 
Laplace : T=ΔPr, stipule que pour rester à l’état d’équilibre le rayon de la courbure 
membranaire (r) doit diminuer au fur et à mesure que la pression augmente (ΔP), T 
représentant la tension. Bien que d’autres paramètres doivent être pris en compte, tel que la 
viscosité du cytoplasme, il est néanmoins probable qu’en anaphase la pression 
intracellulaire due à la contraction de l’anneau augmente plus vite que le rayon de courbure 
aux pôles diminue. Ainsi, le sillon de clivage se met en place dans un environnement 
caractérisé par une instabilité corticale. Celle-ci peut se traduire par une rupture du 
cytosquelette d’Actine, ou par une dissociation des filaments d’Actine de la membrane 
plasmique [102], [103, 104]. 
 
D’après la littérature – relativement pauvre et ancienne - traitant de ce sujet, les 
blebs mitotiques seraient donc des extrusions membranaires générés par une augmentation 
locale de la pression cellulaire [105], [106]. L’extrusion se produirait là où l’énergie de 
liaison entre la membrane plasmique et le cytosquelette d’Actine ne peut contenir 
l’augmentation de pression intracellulaire induite par la contraction de l’anneau 
d’Actomyosine. Le cortex cellulaire étant plus fragile aux pôles de la cellule, en raison 
notamment de la délocalisation progressive de l’Actine et de la Myosine vers l’équateur, 
ceci pourrait expliquer pourquoi les blebs apparaissent majoritairement aux pôles des 
cellules mitotiques, lorsque l’anneau d’Actomyosine commence à se contracter jusqu’à ce 
que l’ingression du sillon soit totale. 
 
  
31
Les blebs mitotiques sont-ils simplement la conséquence, passive, d’une instabilité 
corticale ? Il est possible que ces blebs participent également à la stabilisation du fuseau 
mitotique au centre de la cellule. Une étude récente met en évidence que la formation de 
blebs de taille excessive aux régions polaires perturbe la localisation du fuseau mitotique 
lors de leur rétraction [107]. Même si les mécanismes impliqués dans la rétraction des blebs 
mitotiques restent à caractériser, cette étude montre que l’Actine filamenteuse est 
progressivement recrutée au cortex des blebs lors de leur rétraction [107]. 
 
En comparaison, la littérature relative aux blebs interphasiques est plus riche et 
récente. Une rupture du cytosquelette d’Actine ou un décollement de celui-ci de la 
membrane plasmique peut conduire à la formation d’un ou plusieurs blebs (figure 28). Lors 
de leur croissance, ces blebs sont dépourvus d’Actine corticale, puis le cortex est 
reconstitué par l’arrivée successive de l’Ezrine, une protéine de la famille ERM, suivie de 
l’Actine puis de plusieurs protéines capables de lier l’Actine dont la Myosine II (figure 28) 
[108], [106], [109], [110], [111]. Ces études montrent également que la rétraction des blebs 
interphasiques est dépendante des propriétés contractiles de l’Actomyosine. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 28 : schéma de la formation et de la rétraction d’un bleb interphasique. 
(1) un flux cytoplasmique excessif peut conduire à une rupture du cytosquelette d’Actine à l’origine 
d’un bleb. Celui-ci grossit, puis (2) les protéines ERMs telles que l’Ezrine sont recrutées au cortex des 
blebs, suivies par (3) l’Actine filamenteuse et (4) des protéines favorisant la contractilité du cortex 
telles que RhoA, la Rhokinase ou la Myosine II. 
D’après Fackler & al, 2008 
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Pour résumer cette troisième partie de l’introduction, les modifications successives 
de la forme du cortex et de ses propriétés mécaniques sont contrôlées par de multiples 
mécanismes dont nous venons de voir les principaux. Bien que le cytosquelette d’Actine, 
les microtubules et les voies de signalisation dépendantes de la GTPase RhoA (ou Rho1 
chez la drosophile) soient au coeur de ce remodelage cortical, l’ensemble des mécanismes 
moléculaires impliqués dans la morphogénèse des cellules mitotiques est loin d’être 
compris et de nombreux autres acteurs restent à identifier. Ainsi, en 2008, l’équipe de 
F.Payre et celle de B.Baum ont mis en évidence que l’activation des protéines ERMs à 
l’entrée en division est essentielle à l’arrondissement des cellules et au maintien de la 
stabilité corticale. 
4. Les protéines ERMs et leur(s) rôle(s) dans la polarité et la 
morphogénèse cellulaire. 
Les protéines de la famille ERM sont connues pour réguler le lien entre l’Actine 
filamenteuse et la membrane plasmique. Bien qu’elles aient été découvertes il y a plus de 
trente ans chez les vertébrés, l’implication de ces protéines dans la division cellulaire est 
récente [47], [63]. Les mécanismes de leur régulation, ainsi que leur(s) rôle(s) dans la 
division cellulaire, restent mal connus. L’étude des protéines ERMs pour la morphogénèse 
de nombreux types cellulaire, dont les entérocytes et les cellules à stéréocils, peut aider à 
mieux comprendre les mécanismes du remodelage cortical. 
4.1. Des cellules de drosophile pour étudier les protéines ERMs. 
Il existe trois gènes codant des protéines ERMs chez les mammifères, appelées 
Ezrine, Radixine et Moésine. L’inactivation individuelle des trois ERMs chez la souris ne 
provoque pas de létalité prénatale, suggérant une redondance fonctionnelle de celles-ci au 
cours du développement. Après la naissance, la Radixine étant la principale protéine ERM 
exprimée dans le foie, les souris KO pour la Radixine développent des pathologies de cet 
organe accompagnées d’une altération morphologique des canaux biliaires [112]. Ces 
souris souffrent également de surdité à l’âge adulte, due au fait qu’à la naissance la 
Radixine et l’Ezrine sont exprimées dans les cellules formant les stéréocils puis seule la 
Radixine est exprimée. L’Ezrine, quant à elle, est la protéine ERM majoritaire des cellules 
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intestinales, et est requise pour la formation des microvillosités des entérocytes. Les souris 
qui n’expriment pas l’Ezrine meurent rapidement après la naissance, et présentent de graves 
anomalies de l’épithélium intestinal [113]. Enfin, les souris KO pour la Moésine ne 
présentent aucune anomalie apparente [114]. De par leur co-expression dans la plupart des 
cellules et leur probable redondance fonctionnelle, il reste difficile d’identifier les 
régulateurs et effecteurs des protéines ERMs chez les mammifères. 
 
Le génome des invertébrés tels que la drosophile, l’oursin ou encore le nématode ne 
présente qu’un seul gène ERM. Chez la drosophile, l’unique orthologue des ERMs, la 
dMoésine, présente 57% d’identité avec l’Ezrine humaine (figure 29), montrant la forte 
conservation évolutive de cette famille de protéines. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
La drosophile représente un modèle intéressant pour l’étude des ERMs, notamment 
au cours du développement et pour la division cellulaire [63]. Cette dernière étude a permis 
de révéler la dynamique de localisation des ERMs à chacune des phases mitotiques, 
d’abord isotrope puis anisotrope [63]. Quels sont les mécanismes régulatoires à l’origine 
de la distribution anisotropique de la dMoésine en anaphase et télophase ? 
L’implication de la dMoésine dans la division cellulaire a simultanément été découverte par 
l’équipe de B.Baum, grâce à l’utilisation de la lignée S2R+, une autre lignée cellulaire de 
drosophile [47]. Quel est le rôle exact de la dMoésine dans le processus mitotique ? 
 
Figure 29 : homologie de structure des protéines ERM. 
Les trois protéines ERMs humaines (Hs Ezrin, Hs Radixin et Hs Moesin) présentent une forte similarité de 
séquence, l’Ezrine étant le plus proche orthologue de la seule ERM de la drosophile (Dmoesin) ou de 
C.Elegans (ERM-1). Cette conservation évolutive concerne notamment le domaine FERM en N-terminal 
(jaune) et le domaine C-terminal (marron). 
D’après Fiévet & al, 2007 
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4.2. Activation des ERMs et modification conformationnelle. 
4.2.1. Structure des protéines ERMs. 
Les protéines ERMs sont constituées d’un domaine FERM N-terminal capable de 
lier différentes protéines membranaires, ainsi que le PI(4,5)P2 [3] (figure 30). La 
cristallisation de ce domaine, couplée à des expériences de diffraction aux rayons X, a 
révélée sa structure composée de trois sous-domaines globulaires F1, F2 et F3 [115]. Parmi 
les 300 acides aminés du domaine FERM, quatre clusters de lysine ont été identifiés 
comme nécessaires à la liaison du domaine FERM à la membrane plasmique [116]. Le 
sous-domaine F3 présente par ailleurs la particularité d’avoir une homologie structurale 
avec le domaine dit « PH » (pour Plekstrin-Homology) [115], connu pour lier 
spécifiquement le PI(4,5)P2. Ce domaine FERM est suivi d’une région centrale prédite 
pour avoir une structure hélicoïdale, et enfin d’un domaine C-terminal capable de lier 
l’Actine filamenteuse (figure 30). Alors que les domaines N- et C-terminaux ont été bien 
conservés au cours de l’évolution, la région hélicoïdale présente une évolution plus rapide 
(figure 29). Cette région contribue à la modification conformationnelle de la protéine, 
conduisant respectivement à une ouverture ou à un repliement de la protéine suite à une 
interaction intramoléculaire entre le domaine FERM et le domaine C-terminal ou un 
éloignement de ces deux domaines. Les protéines ERMs cyclent donc entre une forme 
ouverte et une forme dormante fermée. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 30 : domaines communs aux différentes protéines ERMs. 
Les protéines ERMs sont constituées de trois domaines. Un domaine FERM 
(bleu) composé de trois sous-domaines F1, F2 et F3, un domaine central (jaune) 
constitué d’une a-hélice, et d’un domaine C-terminal (rouge) dans lequel se 
trouve la thréonine dont la phosphorylation stabilise les ERMs dans leur 
conformation ouverte. 
D’après Fehon, 2010 
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4.2.2. L’activation des protéines ERMs, un processus en plusieurs étapes. 
Une avancée majeure dans la compréhension des mécanismes qui régulent l’activité 
des protéines ERMs date de 1995, lorsque l’équipe de Furthmayr met en évidence que la 
Moésine est phosphorylée sur la thréonine 558 lorsque les plaquettes sont activées [117]. 
Ce résidu thréonine, localisé dans le domaine C-terminal, est bien conservé chez les 
paralogues (Ezrine T-576 et Radixine T-564) et orthologues (dMoésine T-559) et sa 
phosphorylation est une marque de leur activation. Le modèle actuel de l’activation des 
protéines ERMs propose qu’elle est due à une modification de leur conformation [118], 
[115] et nécessiterait au moins deux étapes. 
 
Dans un premier temps, la liaison des protéines ERMs au PI(4,5)P2 induirait une 
modification conformationnelle de ces protéines [3, 116, 119]. Plus précisément, 
l’interaction se ferait entre la tête polaire du PI(4,5)P2 et une région structurale localisée 
entre les sousdomaines F1 et F3 des ERMs [120]. Cette ouverture conformationnelle, par 
éloignement des domaines FERM et C-terminal, aurait pour conséquence de démasquer les 
sites capables de lier l’Actine filamenteuse, permettant aux ERMs de relier le cytosquelette 
d’Actine à la membrane plasmique [121] (figure 31). Cette interaction est labile, les 
protéines ERMs cyclant rapidement entre cette forme ouverte et la forme inactive. La 
liaison des ERMs au PI(4,5)P2 favorise aussi l’accessibilité de la thréonine C-terminale à 
une ou plusieurs kinases [122], [123]. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
Figure 31 : modèle d’activation des protéines ERMs. 
Sous forme non phosphorylée les ERMs adoptent une 
conformation fermée dans laquelle le domaine FERM 
(bleu) interagit avec le domaine de liaison à l’Actine-F 
(rouge). Suite à la liaison du domaine FERM au 
PI(4,5)P2, la conformation de la protéine est modifiée 
permettant une (pré)ouverture de celle-ci. Les domaines 
FERM et de liaison à l’Actine ne sont plus capables 
d’interagir entre eux, s’éloignant d’environ 25nm grâce à 
une modification conformationnelle de la région centrale 
(en jaune) constituée d’une a–hélice. 
D’après Fehon, 2010 
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Dans un deuxième temps, la phosphorylation du résidu thréonine introduit une 
charge négative supplémentaire dans le domaine C-terminal, qui favoriserait l’éloignement 
entre les domaines FERM et C-terminal [115, 123]. Ainsi, les ERMs stabilisées pourraient 
donc lier stablement l’Actine filamenteuse à la membrane plasmique [121]. Chez les 
vertébrés, de nombreuses kinases ont la capacité de phosphoryler cette thréonine, au moins 
in vitro, incluant la PKCθ [124], NF-κβ-inducing kinase (= NIK ou MAP3K14), MST4 
[125] ou encore LOK (=STK10) [126]. Chez la drosophile, la kinase Slik est nécessaire à la 
phosphorylation de la dMoésine, notamment à l’entrée en division [47] [63] [127], [128]. 
4.3. Les ERMs : des régulateurs de la polarité corticale et de la 
morphogénèse. 
Bien que l’implication des ERMs dans la morphogénèse cellulaire des cellules 
mitotiques soit récente [47, 63], ces protéines sont connues depuis de nombreuses années 
pour leur rôle dans la morphogénèse de différents types cellulaires, caractérisés par des 
structures polarisées, riches en Actine-F. Ainsi, l’Ezrine, initialement découverte dans des 
cellules épithéliales d’intestin de poulet, est essentielle à la mise en place et à l’organisation 
des microvillosités apicales des entérocytes [129]. De même, la Radixine [130] s’accumule 
et est nécessaire à la formation et/ou au maintien des stéréocils des cellules de l’oreille 
interne [131]. L’absence de la dMoésine dans les cellules de l’oeil chez la drosophile 
conduit à une morphologie altérée de ces cellules. Alors qu’en condition sauvage ces 
cellules forment des structures riches en Actine filamenteuse appelées rhabdomères, 
l’inhibition de la dMoésine conduit à une morphogénèse anormale, avec une 
désorganisation des filaments d’Actine situés sous la membrane plasmique. Les protéines 
ERMs sont donc essentielles à la morphogénèse du domaine apical des cellules présentant 
des structures riches en Actine filamenteuse, probablement en raison de leur capacité à 
interagir simultanément avec la membrane plasmique et le cytosquelette d’Actine. 
 
Par ailleurs, plusieurs études montrent le rôle des protéines ERMs et de leur 
distribution polarisée dans la migration invasive de type blebs-dépendante (figure 32) 
[111], [132], [133], [134]. 
 
  
37
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
La division et la migration présentant de nombreuses similitudes de par les voies de 
signalisation activées, la découverte de régulateurs ou d’effecteurs des ERMs dans le 
processus de migration cellulaire pourrait permettre d’apprendre sur la régulation et/ou le(s) 
rôle(s) des ERMs en mitose et inversement. 
 
En conclusion, en participant à la création d’un différentiel de plasticité du cortex 
cellulaire, les protéines ERMs participent à la polarité cellulaire dans différents processus 
biologiques qui engagent un remodelage cortical tels que la migration cellulaire. L’équipe a 
aussi démontré que l’activation de ces protéines est essentielle à l’intégrité de la division 
cellulaire, et que cette activation est dépendante de la kinase Slik. De nombreuses questions 
restent ouvertes, relatives aux rôle(s) des ERMs en mitose, à l’identification des régulateurs 
de leur activation ou de leur distribution lors de la division cellulaire. Le PI(4,5)P2 étant un 
phosphoinositide participant à l’activation des ERMs, nous aborderons dans la partie 
suivante l’importance des membranes et plus particulièrement du PI(4,5)P2 dans la 
morphogénèse des cellules mitotiques. 
 
Figure 32 : distribution de la Moésine dans une cellule humaine lors de 
la migration invasive en trois dimensions. 
En absence de migration ces cellules sont sphériques et présentent une 
distribution corticale uniforme de la Moésine (bleu-vert). Par la suite, la 
distribution anisotropique de la Moésine polarise la cellule, en permettant 
la formation d’un dôme d’Actomyosine au pôle apical de la cellule et 
simultanément un cortex plus dynamique au pôle basal, caractérisé par la 
présence d’une multitude de blebs (orange). Ces blebs sont nécessaires à la 
migration invasive. En absence de Moésine, la polarisation corticale ne se 
produit pas, prévenant la formation des blebs et la migration cellulaire. 
Estecha & al, 2009 
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5. Importance des membranes et du PI(4,5)P2 dans le processus 
mitotique. 
5.1. Quand la fusion orientée de vésicules avec la membrane plasmique 
participe à l’ingression du sillon de clivage. 
5.1.1. Fusion membranaire lors de la 1ère mitose de l’embryogénèse 
Dans l’embryon de Xénope ou d’oursin, plusieurs études mettent en évidence 
l’ajout de nouvelles membranes provenant de l’appareil de Golgi, à proximité du sillon de 
clivage [135], [136], [137], [138], [139], [140]. A proximité du sillon se trouve une 
structure composée de microtubules, le FMA (Furrow Microtubule Array) [141], [142] 
(figure 33), nécessaire au transport des vésicules membranaires en direction du cortex 
[138]. La dépolymérisation des microtubules du FMA bloque l’ajout de nouvelles 
membranes à l’équateur, et conduit à une régression du sillon de clivage. Le FMA a 
également été observé dans des embryons de poisson zèbre, où la dépolymérisation des 
microtubules par traitement au nocodazole bloque aussi l’ajout de nouvelles membranes à 
l’équateur, et conduit à une régression du sillon de clivage ne permettant pas une anaphase 
B correcte [143]. Le transport de nouvelles membranes microtubules (FMA)-dépendant est 
donc important pour la formation et la fonctionnalité du sillon de clivage. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 33 : les microtubules du 
FMA dirigent l’insertion de 
membranes au sillon de clivage. 
Les microtubules (rouge) du FMA 
(encart) permettent un transport 
orienté de vésicules membranaires 
(vert clair) en direction de la 
membrane plasmique (vert) au 
sillon de clivage. 
D’après Straight & al, 2000. 
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Dans ces conditions, le blocage de la cytokinèse pourrait provenir d’une surface 
membranaire insuffisante pour la formation des deux cellules filles. Cet apport de vésicules 
membranaires est dépendant des microtubules, or le fuseau mitotique est souvent éloigné 
du cortex en raison de sa faible taille comparée à la taille des cellules embryonnaires. Le 
FMA constituerait donc un système supplémentaire pour apporter de la membrane à 
l’équateur, et pourrait être le fruit d’une adaptation des cellules embryonnaires qui 
requièrent une insertion de membrane plus importante que des cellules en culture. Ces 
dernières ne présentent pas de FMA, cependant plusieurs études mettent en évidence un 
apport de membrane en provenance du cytoplasme, dont la fusion avec la membrane 
équatoriale est nécessaire à l’abscision du pont intercellulaire. 
5.1 2. Rôles des fusions membranaires dans la division cellulaire. 
Dans la plupart des cellules en culture, l’inhibition du trafic membranaire conduit 
principalement à un défaut d’abscission en fin de télophase [144], [145], [146], [147]. Cette 
abscission se produit normalement lorsque l’ingression du sillon de clivage est totale, et 
que les deux cellules filles ne sont reliées plus que par le pont intercellulaire. L’abscission 
est un processus complexe (et reste mal caractérisé), qui requiert une action coordonnée du 
cytosquelette d’Actine, des microtubules et des systèmes membranaires pour permettre la 
séparation « physique » des deux cellules filles. Bien que l’accumulation de vésicules 
membranaires au pont intercellulaire ait été observée dès 1977 par microscopie 
électronique [148], leur nature et leur(s) rôle(s) fonctionnel(s) en mitose reste encore 
débattus. Ce trafic implique surtout les vésicules d’endocytose et les endosomes. En 
utilisant des cellules HeLa, Schweitzer et al montrent qu’en télophase la transférine, un 
marqueur de l’endocytose, est internalisé préférentiellement aux pôles et est recyclée à 
proximité de la région équatoriale, suggérant une polarité du trafic vésiculaire [149]. 
L’inhibition de protéines impliquées dans l’endocytose, telles que la Clathrine ou encore la 
Dynamine, conduit à des défauts d’abscission dans les cellules de drosophile et de 
mammifère [144, 149], [149] [150], [151]. Plusieurs études soutiennent également 
l’importance du trafic des endosomes et de leur enrichissement à proximité du pont 
intercellulaire pour l’abscission [149], [147], [152]. Cette polarisation du trafic vésiculaire 
des pôles vers le pont intercellulaire semble être un mécanisme évolutivement conservé 
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nécessaire à l’abscission [153], [152]. Parmi les régulateurs clefs du trafic membranaire se 
trouvent les GTPases de la famille Rab, dont la protéine Rab35 [154], [155]. Celle-ci est 
nécessaire à l’abscission, en contrôlant le trafic des endosomes et leur fusion (recyclage) 
avec la membrane plasmique. L’inhibition de Rab35 conduit à une accumulation de 
vésicules cytoplasmiques riches en récepteurs de la transférine, qui proviennent 
vraisemblablement de fusions entre endosomes en raison d’un recyclage vers la membrane 
plasmique réduit [146]. Nous verrons ultérieurement que ce trafic orienté des endosomes 
vers la membrane plasmique du pont intercellulaire participe localement à la régulation du 
PI(4,5)P2 (cf. 52). 
 
De façon similaire au transport des vésicules par les microtubules du FMA dans les 
cellules embryonnaires, le transport des endosomes et leur accumulation au pont 
intercellulaire seraient également dépendants des microtubules. Une analyse protéomique 
des composants du midbody de cellules humaines montre un enrichissement de la kinésine- 
1 au niveau du midbody [156]. Cette kinésine pourrait favoriser la migration des 
endosomes de recyclage en direction du pont intercellulaire, par un transport dépendant des 
microtubules et orienté vers leur extrémité positive. Alors que l’apport de membranes à la 
membrane plasmique équatoriale par des vésicules intracellulaires est nécessaire à 
l’ingression du sillon de clivage dans les cellules embryonnaires de taille importante, la 
régulation du trafic membranaire constitué d’endosomes et de vésicules d’endocytose 
semble générale et essentielle à l’abscission. Ces deux processus requièrent une 
organisation spatiale des microtubules, ainsi que la présence de protéines motrices de type 
Kinésine dont certaines restent à identifier. 
 
A l’image des vésicules transportées par le FMA, ce trafic vésiculaire orienté vers le 
lieu de l’abscission a-t-il pour principale fonction une augmentation de l’aire membranaire 
à l’interface entre les deux futures cellules filles ? Constitue t-il un moyen de transport 
efficace pour délivrer des protéines nécessaires au mécanisme d‘abscission spécifiquement 
à la membrane plasmique du pont intercellulaire ? Ou encore représente t-il un système 
permettant de moduler la composition lipidique de la membrane plasmique ? Il a clairement 
été démontré qu’en début de division le volume cellulaire diminue en raison d’un blocage 
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du recyclage des endosomes vers la membrane plasmique alors que le processus 
d’endocytose se poursuit, puis que l’aire membranaire augmente en anaphase grâce à la 
reprise des fusions membranaires entre endosomes de recyclage et membrane plasmique 
[147], [157]. Cependant, en plus de contrôler la surface membranaire, le transport orienté 
de ces vésicules participe également à la régulation de la composition lipidique de la 
membrane plasmique. La composition de celle-ci est aussi importante que la régulation de 
son aire pour l’intégrité de la division cellulaire. Par exemple, le PI(4,5)P2, un 
phosphoinositide de la membrane plasmique [158], est connu pour jouer de multiples rôles 
dans la division cellulaire (cf. 53). Sa distribution, synthèse et hydrolyse doivent être 
finement régulées afin de permettre aux cellules de se diviser correctement. L’équipe 
d’Arnaud Echard a récemment mis en évidence que la GTPase Rab35 contrôle le taux de 
PI(4,5)P2 à la membrane plasmique du pont intercellulaire en régulant le trafic des 
endosomes de recyclage [146]. Ces endosomes, pourraient ainsi participer à la régulation de 
la distribution du PI(4,5)P2 dans les cellules mitotiques. Ces travaux montrent de plus que 
la mutation de la protéine Ocrl, un effecteur de Rab35 dont nous reparlerons par la suite, 
conduit à un défaut d’abscission associé à un excès de PI(4,5)P2 au pont intercellulaire. 
5.2. Régulation du PI(4,5)P2 en interphase et en mitose. 
Le PI(4,5)P2 est un lipide appartenant à la famille des phosphoinositides, qui 
représentent entre 10 et 15% des phospholipides totaux de la membrane plasmique. Le 
phosphatidylinositol (PI) est de loin le phosphoinositide majeur de la membrane plasmique, 
et constitue le précurseur des autres phosphoinositides. En effet, la phosphorylation d’un, 
de deux ou de trois de ses groupements hydroxyles conduit respectivement à la formation 
des phosphatidylinositol monophosphates (PI3P, PI4P ou PI5P), des phosphatidylinositol 
bisphosphates (PI(3,4)P2, PI(3,5)P2 ou PI(4,5)P2) et du phosphatidylinositol trisphosphate 
(PI(3,4,5)P3). Le PI(4,5)P2, qui nous intéresse plus particulièrement, représente à lui seul 
seulement 10% des phosphoinositides totaux. Il est majoritairement produit par les PI4P 5- 
kinases, qui phosphorylent le PI(4)P sur son groupement hydroxyle numéro 5. La 
phosphatase Pten participe également mais de façon plus modérée à la production du 
PI(4,5)P2, en déphosphorylant le groupement hydroxyle numéro 3 du PI(3,4,5)P3. Le taux 
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de PI(4,5)P2 peut au contraire être diminué soit par phosphorylations / déphosphorylations 
de ses groupements hydroxyles, soit par son hydrolyse médiée par les phospholipases. 
 
En raison des multiples voies de signalisation par lesquelles le PI(4,5)P2 modifie 
directement ou indirectement l’Actomyosine (cf. 53), le contrôle de la production, 
l’hydrolyse, et la distribution de ce phospholipide à chaque étape de la division cellulaire 
peut influencer sa progression. 
 
Chez les mammifères, il est bien établi que le PI(4,5)P2 s’accumule à la membrane 
équatoriale à la transition métaphase-anaphase [159], [160], [161]. Cet enrichissement à 
l’équateur, couplé à son hydrolyse par les phospholipases C, est nécessaire à l’ingression du 
sillon de clivage et à la séparation des deux cellules filles. En interphase la phosphorylation 
du PI(4)P en PI(4,5)P2 par les PI(4)P 5-kinases constitue la principale voie de production 
du PI(4,5)P2. De manière intéressante, certaines PI(4)P 5-kinases sont enrichies à 
l’équateur en anaphase, mais leur contribution dans la synthèse du PI(4,5)P2 en mitose n’a 
pas été caractérisée. De plus, la GTPase Rab35 pourrait participer à l’enrichissement du 
PI(4,5)P2 à la membrane du pont intercellulaire, en permettant le transport microtubules-
dépendant de vésicules de recyclage recouvertes de PI(4)P 5-kinase [162] (figure 35). Ces 
PI(4)P 5-kinases, inactives lorsque localisées sur ces endomembranes, seraient transférées à 
la membrane plasmique du pont intercellulaire où elles seraient activées, participant ainsi à 
une production localisée du PI(4,5)P2 (figure 35). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 35 : modèle de régulation du 
PI(4,5)P2 par des endosomes de recyclage. 
Le transport orienté sur les microtubules 
(rectangles bleus) de vésicules de recyclage 
(sphères vertes), régulé par la GTPase Rab35 
(losanges orange) permettrait de localiser les 
PI(4)P-5 kinases inactives (cercles rouges) à 
proximité du pont intercellulaire. Ces PI(4)P-5 
kinases seraient ensuite activées (sphères 
rouges) et recrutées à la membrane du pont 
intercellulaire où elles participeraient à la 
production du PI(4,5)P2 (rectangles verts). 
D’après Echard, 2008  
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5.3. Le PI(4,5)P2 contribue à la dynamique de l’anneau contractile. 
Le PI(4,5)P2 constitue le phosphoinositide majeur de la membrane plasmique. De 
nombreuses études soulignent le rôle critique du PI(4,5)P2 dans la stabilité du sillon de 
clivage et la cytokinèse [159], [161]. La séquestration du PI(4,5)P2 par un domaine 
protéique spécifique de ce phospholipide, ou le traitement par un inhibiteur des PLC tel que 
le lithium ou le U73122, entraînent une régression du sillon de clivage suggérant que le 
PI(4,5)P2 et son hydrolyse sont nécessaires à la dynamique de l’anneau d’Actomyosine 
[163], [161]. Des protéines contrôlant la dynamique de l’Actine et nécessaires à 
l’ingression du sillon de clivage, telles que la Profiline, Diaphanous ou encore la Cofiline 
[9], [164], [165], présentent un changement d’activité et/ou de localisation suite à la liaison 
au PI(4,5)P2. Le PI(4,5)P2 est de plus capable (i) d’activer les protéines WASp et le 
complexe protéique ARP2/3 (figure 34), et (ii) de décaper les filaments d’Actine permettant 
l’ajout de nouveaux monomères d’Actine [166], [167] (cf. 212) (figure 34). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Des études réalisées chez la levure montrent que le PI(4,5)P2 contribue également à 
enrichir Rho aux sites de division [168]. En plus de réguler directement la dynamique de 
l’Actine, le PI(4,5)P2 la régule aussi indirectement via la production de diacylglycérol 
(DAG) et d’inositol 1,4,5-triphosphate (IP3) suite à son hydrolyse par les phospholipases C 
(figure 34). En se fixant sur les récepteurs calciques du réticulum endoplasmique, l’IP3 
provoque la libération d’ions calcium favorisant l’activation de la Gelsoline [169] et de la 
Cofiline [170] par la Calmoduline (figure 34), conduisant au clivage et à la 
dépolymérisation des filaments d’Actine (cf. 212). L’activation de la Calmoduline conduit 
aussi à celle de la MLCK (Myosin regulatory Light Chain Kinase), qui active par 
 
Figure 34 : régulation du 
cytosquelette d’actine par le 
PI(4,5)P2. 
Les flèches noires symbolisent 
des stimulations (directes ou 
indirectes) et les lignes suivies 
d’une barre des inhibitions. 
D’après Logan & Mandato, 
2006. 
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phosphorylation la MLC [171] (figure 34) (cf. 213). Le PI(4,5)P2 est donc nécessaire à la 
stabilité et à l’ingression du sillon de clivage, grâce à sa capacité à moduler la dynamique 
de l’anneau d’Actomyosine à l’équateur. 
 
En conclusion, le PI(4,5)P2 est connu pour jouer un rôle à l’équateur de la  cellule 
en mitose en promouvant la contraction de l’anneau d’actomyosine. Il est cependant 
possible que ce phospholipide remplisse des fonctions additionnelles au cours de la division 
cellulaire, qui restent à identifier et caractériser. Les mécanismes qui régulent la synthèse et 
la distribution du PI(4,5)P2 durant la division cellulaire restent eux aussi à explorer. 
  
45
 
Objectifs et stratégies expérimentales des travaux 
 
L’ensemble des données disponibles au démarrage de ce travail suggérait une 
interaction fonctionnelle entre d’une part la régulation de la composition locale de la 
membrane plasmique par le PI(4,5)P2, et d’autre part la régulation de son lien avec les 
microfilaments d’Actine sous-jacents par les protéines ERMs, pour la réorganisation du 
cortex cellulaire. 
 
Rappelons en effet que le PI(4,5)P2 favorise l’activation des ERMs, au moins in 
vitro. De plus, la dMoésine et le PI(4,5)P2 sont tous deux nécessaires au déroulement de la 
division cellulaire, même si leurs rôles respectifs ne sont pas pleinement caractérisés. Enfin, 
la relative simplicité du génome de la drosophile peut faciliter les approches fonctionnelles, 
notamment dans le cas des protéines ERMs. La question principale à laquelle je me suis 
attachée a donc été de mieux comprendre le rôle du PI(4,5)P2 à travers les différentes 
étapes de la mitose, et de tester son éventuelle implication dans la régulation de 
l’activité de la dMoésine. 
 
La stratégie générale a été de privilégier la qualité des observations, et notamment 
l’utilisation systématique d’imagerie du vivant, pour accéder à la dynamique temporelle de 
la localisation subcellulaire des différents acteurs analysés. Les cellules de drosophile sont 
bien adaptées à la réalisation de crible fonctionnels, faciles à manipuler et notamment 
sensibles à l’interférence ARN pour inhiber l’expression de gènes par traitement dsRNA. 
L’autre dimension a donc été la recherche d’une certaine exhaustivité, en analysant 
l’influence de l’ensemble des régulateurs présumés de la biosynthèse du PI(4,5)P2 et des 
phosphatases PP1 et PP2 de la drosophile. 
 
Une première étude à laquelle j’ai contribué a voulu définir, in vivo, les 
contributions relatives de la fixation au PI(4,5)P2 et de la phosphorylation sur l’activité de 
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la dMoésine. La stratégie retenue a été de substituer à la protéine endogène des formes 
mutées, pour prévenir la fixation au PI(4,5)P2, la phosphorylation, ou au contraire mimer 
cette phosphorylation, séparément et en combinaison. Pour ma part, je me suis attachée à 
analyser l’effet de ces différentes mutations sur la distribution subcellulaire de la dMoésine 
dans des cellules en culture, en interphase. Le résultat majeur de ces études étant la 
prévalence de la capacité de fixation au PI(4,5)P2, autant pour la fonction in vivo que pour 
la localisation cellulaire de la dMoésine, il m’a encouragé pour analyser en détail cette 
interaction au cours de la mitose. 
 
Mon approche a été ensuite de générer un ensemble de lignées cellulaires, 
exprimant de manière stable différentes protéines en fusion avec une moitié fluorescente, 
pour analyser, sur cellules vivantes, la dynamique de leur distribution dans des conditions 
contrôles ou suite à la déplétion d’un gène donné. Doté de cette batterie d’outils, couplée au 
développement d’approches d’imagerie adaptées, j’ai ensuite analysé de manière 
systématique l’influence de la déplétion d’une cinquantaine d’enzymes sur le déroulement 
général et la dynamique de la mitose. 
 
La deuxième étude s’est attachée à mieux définir le rôle de la dMoésine, et de son 
activation localisée aux différentes étapes du cycle cellulaire. Des résultats préliminaires 
montraient l’existence d’activité(s) phosphatase(s) contrecarrant l’activation (par 
phosphorylation) de la Moésine, que j’ai voulu identifier et caractériser. D’autre part, j’ai 
développé des outils originaux et/ou complémentaires pour bien définir le rôle du PI(4,5)P2 
en mitose et son influence sur l’activité et la distribution de la dMoésine au cortex 
mitotique. Mes résultats positifs m’ont conduit à analyser le rôle éventuel de l’ensemble des 
enzymes susceptibles de participer à l’homéostasie du PI(4,5)P2 au cours de la mitose, en 
me focalisant d’abord sur l’organisation du cortex cellulaire. Ensemble, mes travaux 
produisent une vision « intégrée » du contrôle de la production du PI(4,5)P2 dans les 
cellules de drosophile en division et leur influence, en dialogue avec le contrôle de la 
(dé)phosphorylation de la dMoésine, sur l’organisation du cortex mitotique. 
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Ma contribution à la troisième étude a été d’utiliser les mêmes approches, crible 
fonctionnel exhaustif basé sur l’imagerie du vivant, pour rechercher parmi les enzymes du 
métabolisme des phosphoinositides ceux dont la déplétion empêche la division cellulaire.  
A noter, cette version du manuscrit de thèse est délétée de ma discussion relative à cette 
troisième étude, selon les exigeances de Sébastien Carréno et de Khaled Ben El Kadhi. Ce 
travail a permis d’identifier un « nouveau » régulateur de la distribution du PI(4,5)P2 sur 
les membranes intracellulaires versus membrane plasmique, et de montrer son rôle clé dans 
la mise en place et la fonctionnalité du sillon de clivage. 
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Résultats 
1. En participant à la régulation de la dMoésine, le PI(4,5)P2 
contribue à l’homéostasie tissulaire au cours du développement. 
1.1. Résumé 
Chez les mammifères, l’analyse fonctionnelle des protéines de la famille ERM est 
difficile en raison de leur partielle redondance et de leur co-expression dans de nombreux 
tissus. A l’inverse, le génome de la drosophile présente un seul gène codant une protéine de 
la famille ERM, la dMoésine, faisant de celle-ci un modèle de choix pour mieux 
comprendre leur régulation ou leur fonction in vivo. 
 
Alors que l’activation des protéines ERMs est supposée être dépendante d’une 
liaison au PI(4,5)P2 et d’une phosporylation sur la thréonine 559, cette étude met en 
évidence un rôle différentiel de ces deux mécanismes de régulation dans la fonctionnalité 
de la dMoésine en fonction du tissu analysé. En effet, par une approche de génétique, ces 
travaux montrent que si la liaison de la dMoésine au PI(4,5)P2 et sa phosphorylation sur la 
thréonine 559 sont toutes les deux nécessaires à la morphogénèse de l’oeil, seule la liaison 
de la dMoésine au PI(4,5)P2 est nécessaire à l’intégrité de l’épithélium de l’aile. Cette 
liaison au PI(4,5)P2 participe à la localisation de la dMoésine au sein du tissu épithélial de 
l’aile, puisqu’une forme mutante incapable de lier le PI(4,5)P2 n’est plus apte à se localiser 
au cortex apical de ces cellules. Par ailleurs, une production ectopique de PI(4,5)P2 par la 
surexpression de la PI4P-5 kinase Skittles a pour conséquence un recrutement excessif de la 
dMoésine au cortex enrichi en PI(4,5)P2. 
 
D’autre part, cette étude met également en évidence que l’activation constitutive de 
la dMoésine n’est pas compatible avec la restauration de la viabilité de l’organisme. En 
effet, alors que la létalité induite par l’inhibition de la dMoésine endogène peut être sauvée 
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par l’expression d’une forme sauvage ou non phosphorylable de la dMoésine, elle ne peut 
l’être par l’expression d’une forme phosphomimétique. 
 
L’activation de la dMoésine doit donc être finement contrôlée au cours du 
développement, afin de permettre la viabilité des organismes et simultanément la 
morphogénèse tissulaire et cellulaire. 
 
Ma participation a cette étude a consisté à évaluer le rôle du PI(4,5)P2 et de la 
phosphorylation dans la localisation de la dMoésine dans les cellules S2, qui a constitué un 
point d’entrée pour une étude plus approfondie de ces mécanismes de régulation dans le 
cadre de la division cellulaire. 
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Running title: Regulation of ERM proteins in Drosophila 
Abstract. 
The Ezrin, Radixin and Moesin (ERM) proteins regulate cell membrane architecture in 
multiple cellular contexts. Current models propose that ERM activation requires first a 
PIP2-induced conformational change followed by phosphorylation of a conserved 
threonine. However, how these inputs contribute in vivo to orchestrate ERM activation is 
poorly understood. We addressed this issue evaluating the contributions of PIP2 and 
phosphorylation to the regulation the Moesin during Drosophila development. 
Unexpectedly, we find that a form of Moesin that cannot be phosphorylated displays 
significant activity and can substitute for the endogenous product during wing 
morphogenesis. In contrast, we show that PIP2-binding is essential for Moesin recruitment 
to the membrane and for its subsequent phosphorylation. Our data indicate that PIP2 acts as 
a dosing mechanism locally regulating ERM membrane recruitment and activation, whilst 
cycles of phosphorylation/dephosphorylation further control their activity once they have 
reached the cell cortex. 
Key words: ERM proteins, actin cytoskeleton, PIP2, Moesin, Drosophila morphogenesis. 
Introduction 
In eukaryotic cells, the organisation and dynamic properties of the plasma membrane 
depend on a finely regulated interplay occurring between the lipid bilayer and the subjacent 
cortical actin cytoskeleton, which work together as a single functional unit. Proteins of the 
Ezrin, Radixin and Moesin (ERM) family act as dynamic linkers between the actin 
cytoskeleton and the plasma membrane and hence are implicated in the regulation of 
membrane organisation in multiple cellular and developmental processes (Bretscher et al., 
2002; Polesello and Payre, 2004). ERM proteins cycle between an active form, interacting 
with both membrane proteins and actin filaments, and a dormant form localising in the 
cytoplasm. The dormant conformation is stabilised by an intramolecular interaction 
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occurring between the N-terminal region (FERM domain) and the C-terminal tail, which 
contains the F-actin binding domain (Gary and Bretscher, 1995; Turunen et al., 1994). 
Adoption of an open, active conformation requires disruption of this interaction in ERM 
proteins, which unmasks the F-actin binding region and frees the FERM domain for 
interaction with its membrane partners. 
Two regulatory mechanisms are known to participate in ERM protein activation. 
First, structural data show that phosphorylation of a conserved threonine residue in the C-
terminal domain hinders the FERM/C-terminus intramolecular interaction, favouring the 
open conformation (Matsui et al., 1998; Pearson et al., 2000). Accordingly, many studies 
have pointed out that phosphorylation is a key factor controlling ERM activity in vivo 
(Carreno et al., 2008; Chorna-Ornan et al., 2005; Hayashi et al., 1999; Hipfner et al., 2004; 
Polesello et al., 2002). Second, evidence obtained from biochemical and cellular assays 
shows that ERM proteins directly bind to phosphatidylinositol-(4,5)bisphosphate (PIP2), 
which also promotes their activation (Barret et al., 2000; Nakamura et al., 1999; Niggli et 
al., 1995; Yonemura et al., 2002). Indeed, studies focusing on the mammalian Ezrin have 
shown that PIP2 binding is a prerequisite for its subsequent phosphorylation (Fievet et al., 
2004). Thus, PIP2 is generally envisaged as a membrane cofactor, with specific 
kinases/phosphatases being the chief players controlling the dynamic aspects of ERM 
protein regulation. Yet, recent reports show that in some cellular contexts drastic 
fluctuations of PIP2 levels have a rapid impact on ERM activation, indicating that PIP2 
levels could have an instructive role on ERM protein activity (Hao et al., 2009; Rasmussen 
et al., 2008). 
To bring new insight into the in vivo mechanisms activating ERM proteins, we have 
evaluated the respective contributions of PIP2 and phosphorylation to the dynamic 
regulation of ERM proteins during morphogenesis. For this, we developed a genetic 
approach, focusing on the influence of these two regulatory inputs on the activity of the 
sole Drosophila ERM representative, the Moesin protein (Moe) (McCartney and Fehon, 
1996; Polesello et al., 2002). We assessed the localisation and biological activity of Moe 
mutants specifically perturbing these two regulatory events, showing that PIP2 binding 
targets the Moe protein to specific membrane domains in a phosphorylation independent 
process. In fact, as long as interacts with PIP2, a Moe form that cannot be phosphorylated 
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in T559 displays a substantial degree of activity, which varies depending on the cellular 
context examined. In addition, PIP2-dependent membrane recruitment of Moe appears both 
a prerequisite and the rate-limiting step for its subsequent phosphorylation. In contrast, 
expression of a Moe phosphomimetic form provokes profound deleterious effects on 
development, which are only partially suppressed when PIP2 interaction is prevented. 
Altogether, our data indicate that phosphoinositoside levels play an intrinsic role during 
ERM in vivo activation, with dynamic phosphorylation further contributing to the fine 
tuning of ERM activity in specific morphogenetic contexts. 
Results. 
Binding to PIP2 is required for Moe membrane localisation in Drosophila. 
Biochemical studies have shown that human Ezrin binds to phosphatidylinositol-
(4,5)bisphosphate (PIP2) (Barret et al., 2000; Niggli et al., 1995). To determine if this 
feature also applies to Moe, we analysed its ability to cosedimentate with liposomes 
containing increasing concentrations of PIP2 under conditions of physiological ionic 
strength (Niggli et al., 1995). We observe a clear positive correlation between the amount 
of PIP2 present in the liposomes and the proportion of Moe associated with these vesicles 
(Fig. 1A). Conversely, Moe does not associate with liposomes containing only 
phosphatidylcholine or supplemented with either phosphatidylserine or 
phosphatidylethanolamine, indicating that Moe interacts with PIP2 and not with other 
common membrane phospholipids (Fig. 1B). Similarly to Ezrin (Barret et al., 2000), 
substitution in the Moe protein of two conserved Lysine doublets (K254/255 and 
K263/264) by Asparagines (MoeKN form) abolishes binding to PIP2 (Fig. 1C), while its 
weak affinity for other phospholipids is not altered (Fig. 1A,B). Thus, albeit we cannot rule 
out an interaction of Moe with other phosphoinositosides, these results indicate that this 
ERM protein, like Ezrin, binds to PIP2. 
To evaluate the influence of PIP2 binding on the Moe subcellular distribution, we 
expressed different mutant GFP-tagged versions of these proteins in Drosophila S2 cells. 
The MoeWT-GFP protein is seen in the cytoplasm and also associating with F-actin rich 
structures in the cell cortex (Fig. 2A). In contrast, MoeKN-GFP does not accumulate in the 
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membrane and localises preferentially in the cytoplasm (Fig. 2B,G). While significant 
amounts of a Moe form that cannot be phosphorylated (MoeTA-GFP, carrying the T559A 
mutation) are still seen associated with the cortex (Fig. 2C,G), the double mutant 
MoeKNTA-GFP behaves like MoeKN-GFP and is cytoplasmic (Fig. 2D,G). As previously 
observed (Kunda et al., 2008), the phosphomimetic form MoeTD-GFP (T559D) appears 
enriched in the cortex and its expression induces formation of ectopic F-actin structures at 
the membrane (Fig. 2E,G). In addition, MoeTD-GFP elicits clear morphological defects: 
cells appear contracted and rounded (Fig. 2E,H). However, when combined to KN 
mutations, the phosphomimetic version MoeKNTD-GFP is seen localising at the cortical 
level, similarly to MoeWT-GFP (Fig 2F,G). Therefore, presence of the phosphomimetic 
mutation promotes Moe access to the cell cortex, even when PIP2 binding is impaired. 
However, MoeKNTD-GFP expression does not induce morphological alterations, differing 
from MoeTD-GFP (Fig. 2F,H). 
Regulation of Moe activity by PIP2 is critical for fly morphogenesis 
To test the activity of these different Moe variants in vivo, we monitored their 
ability to substitute for the endogenous product during fly development. We generated 
transgenic lines expressing Moe mutant forms under the control of an UAS promoter 
(Brand and Perrimon, 1993) and selected those that, upon induction with the ubiquitous 
tubulinGAL4 driver, produced Moe levels comparable to those seen for the endogenous 
protein (Fig. S1A). We then analysed whether the different Moe versions could rescue the 
phenotypes associated with the two loss of function alleles MoePL106 and MoePL54, both 
caused by P-element insertions in different Moe regulatory regions (Polesello et al., 2002). 
MoePL106 mutant allele leads to lethality during late development, but we observed MoePL106 
adult escapers appearing at low frequency in our fly cultures. Wings of these escapers are 
often crumpled and reduced in size and their eyes display a rough-eye phenotype, as 
ommatidia are reduced in number and appear disorganised (Fig. 3A). We also tested the 
rescuing properties of Moe variants using MoePL54, the strongest available Moe allele, 
which leads to 100% lethality in embryonic/early larval stages. 
Expression of MoeWT-GFP greatly enhances the viability and restores the visible 
phenotypes of both MoePL106 and MoePL54 mutants (Fig. 3A,B). On the other hand, 
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MoeKNTA-GFP shows little rescuing activity, confirming that PIP2-binding and T559 
phosphorylation are the major events controlling Moe activation in vivo. In contrast with 
previous reports (Hipfner et al., 2004; Speck et al., 2003), we find that expression of 
MoeTDGFP does not rescue the mutant phenotypes and instead provokes lethality in both 
Moe mutants and wild-type sibs. Thus, MoeTD-GFP interferes with normal development, 
mirroring the deleterious effects observed in S2 cells. Unexpectedly, we also observe that 
all lines expressing MoeTA-GFP significantly enhance the viability of MoePL106 flies. In 
addition, the wings of these rescued animals show wild-type morphology, indicating that 
MoeTA-GFP retains some activity (Fig. 3A). However, MoePL106 mutants rescued by 
MoeTA-GFP still exhibit obvious eye phenotypes, confirming that Moe phosphorylation is 
essential for proper morphogenesis in this tissue (Fig. 3A). In contrast, MoeKN-GFP, 
which cannot bind to PIP2, retains only a weak activity, as it slightly enhances MoePL106 
viability. In addition, these escapers show rough eyes and crumpled wings, suggesting that 
Moe PIP2-binding activity is necessary for the morphogenesis of these tissues (Fig. 3A,B). 
Finally, we observe that the toxic effects induced by expression of MoeTD-GFP are 
suppressed if its interaction with PIP2 is prevented. Indeed, expression of MoeKNTD-GFP 
also enhances the viability of MoePL106 flies and restores the wing phenotypes (Fig. 3A,B). 
However, MoeKNTD-GFP does not rescue the eye phenotype, and elicits even stronger eye 
defects in MoePL106 adults (Fig. 3A). 
Since our rescuing assays used GFP-tagged proteins, it remained possible that the 
GFP moiety could influence their activity. We therefore produced transgenic lines driving 
robust expression of a set of equivalent full length untagged Moe mutant versions (Fig. 
S1B). Moe mutants rescued after expression of these untagged versions show phenotypes 
identical to those observed after expression of the corresponding tagged forms (not shown). 
However, untagged forms better enhance the viability of the Moe mutants, suggesting that 
addition of a GFP moiety is slightly detrimental for Moe activity. Indeed, expression of 
untagged MoeTA and MoeKNTD now also rescues the lethality of the strong MoePL54 
allele (Fig. 3B and Fig. S2), further indicating that these two forms show significant 
biological activity. We have not observed dominant phenotypes in wild type flies after 
expression with tubulinGAL4 of the different Moe variants, except in two cases: MoeTD, 
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which causes lethality in early larva and MoeKNTD, whose expression does not affect 
viability but elicits a mild rough eye phenotype. 
In summary, our results indicate that in vivo regulation of Moe does not rely 
exclusively on control of its phosphorylation state. In fact, the form that cannot be 
phosphorylated (MoeTA) is the variant displaying the highest activity, able to rescue the 
strong MoePL54 mutant. In contrast, inhibiting binding to phospholipids has a deeper impact 
on Moe activity, which can nevertheless be compensated to a limited extent by a 
concomitant phosphomimetic mutation. 
PIP2 binding but not phosphorylation is essential for Moe function in wing cells. 
Our data indicate that Moe regulation by T559 phosphorylation is essential for eye 
morphogenesis but could play a less prominent role during wing development. This 
unexpected result prompted us to characterise at the cellular level how Moe activity is 
regulated in the developing wing disc, where Moe has been shown to be required for 
epithelial integrity (Hipfner et al., 2004; Speck et al., 2003). Consistently, we observe wing 
cells detached from the main epithelium in MoePL106 adult escapers (Fig. 3A). To study this 
phenotype in a reproducible system, we generated mosaic wing discs containing clones of 
homozygous Moe mutant cells (Fig. 4A-F). All observed MoePL106 mutant clones contain 
extruding cells in the most basal part of the epithelium (Fig. 4A,D). Most of these cells 
have picnotic nuclei (Fig. 4A,D) and express high levels of activated Caspase3 (Fig. 4E,F), 
indicating that they undergo apoptosis. We tested the ability of the different Moe variants to 
rescue this phenotype when driven exclusively in the MoePL106 mutant cells. Expression of 
either MoeWT-GFP or MoeTA-GFP prevents the formation of extruding cells in all 
observed clones, confirming that regulation of Moe by phosphorylation is dispensable for 
epithelium integrity (Fig. 4G,I). Conversely, we observe apoptotic extruding cells with all 
the other Moe variants, including MoeKNTD-GFP (Fig. 4H,J-L). This late finding indicates 
that this form is also unable to provide full rescue activity in the wing cells, a fact that went 
unnoticed in our escaper analysis probably due to the regulative properties of the wing disc. 
In fact, the development of this appendage can compensate for substantial amounts of cell 
death without showing obvious defects. 
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Analysis of the distribution of these Moe variants in wing cells is also informative. 
MoeWT-GFP accumulates in F-actin rich cortical structures, reaching its highest levels in 
the apical-most part of the cell (Fig. 5A). We also detect a weaker and diffuse signal in the 
cytoplasm and nucleus (Fig. 4G). The subcellular distribution of MoeTA-GFP is similar, 
only that accumulation in the most apical part of the cells is less prominent (Fig. 5B). In 
contrast, MoeKN-GFP and MoeKNTA-GFP do not concentrate in F-actin rich regions and 
show a diffuse staining, presenting a graded distribution with higher levels in the apical 
portion of the epithelium (Fig. 4H,J and Fig. 5D,E). On the other hand, MoeTD-GFP is 
never seen in the cytoplasm and is exclusively found in association with the cell cortex, 
reaching abnormally high levels in the lateral membrane and triggering ectopic 
accumulation of F-actin in these regions (Fig. 4K and Fig. 5C). Finally, the MoeKNTD-
GFP distribution is more similar to that of MoeWT-GFP and differs from MoeTD-GFP in 
several aspects: it is readily detected in the cytoplasm, it accumulates preferentially in 
apical regions and its expression does not affect in an obvious way the organisation of the 
actin cytoskeleton (Fig. 4L and Fig. 5F). 
We have shown that MoeKNTD has some biological activity, as it can improve the 
viability of Moe mutant flies. But can an active phosphorylated form such as MoeKNTD 
occur in vivo if PIP2-binding is prevented? We tested this possibility using a specific 
antibody against phosphorylated T559 (pMoe) (Karagiosis and Ready, 2004). As expected, 
pMoe levels are clearly diminished in MoePL106 mutant clones (Fig. 6A), whereas pMoe 
signal is recovered upon reintroduction of MoeWT-GFP in the mutant cells (Fig. 6B). 
However, no pMoe signal was detected in mutant cells expressing the MoeKN-GFP form 
(Fig. 6C), a result confirmed in immunoblots of protein extracts obtained from MoePL106 
adult flies expressing either MoeKN-GFP or MoeKN (Fig. 6D). 
Thus, our results indicate that PIP2-binding plays an essential role in the wing 
epithelium: it is a prerequisite for Moe phosphorylation and is essential to address Moe to 
the cell cortex. In contrast, T559 phosphorylation appears dispensable in this tissue both for 
Moe cortical accumulation and activity. 
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The distribution of PIP2 affects Moe localisation in the wing epithelium. 
PIP2 binding seems required for in vivo regulation of Moe activity. One possibility 
is that PIP2 could regulate the subcellular localisation of Moe. To test this hypothesis, we 
visualised the distribution of PIP2 in wing cells by studying the localisation of a PLCδ1 
Pleckstrin Homology domain coupled to GFP (PH-GFP), a protein probe that binds 
specifically to PIP2 (Stauffer et al., 1998; Zelhof and Hardy, 2004). In wild type wing cells, 
PH-GFP is seen associated with the cortex throughout the cells, accumulating at high levels 
in the apical domain (Fig. 7A). This distribution is similar to that observed for MoeTA-
GFP (Fig. 7E), consistently with the idea that in absence of T559 phosphorylation, PIP2 
controls the subcellular localisation of Moe. 
To further evaluate this possibility, we increased the cellular levels of PIP2 and 
monitored the consequences on Moe localisation. Type I PIPKinases (PIP5KI) play a 
prominent role in the synthesis of PIP2 from the PI(4)Phosphate precursor (Yin and 
Janmey, 2003). In Drosophila, the skittles (sktl) locus codes for a PIP5KI (Hassan et al., 
1998). Upon ectopic expression of Sktl, PH-GFP accumulates at high levels in the most 
apical part of the cells (Fig. 7A,B), where we also observe the formation of abnormal 
membrane protrusions (Fig. 7B,D,F,I,J). This indicates that Sktl overexpression boosts the 
PIP2 levels in the apical domain of the wing cells, interfering with normal membrane 
organisation. Raising the PIP2 levels also affects the localisation of both MoeTA-GFP (Fig. 
7E,F) and MoeWT-GFP (Fig. 7C,D), which are now overrepresented in the apical cortex. 
In contrast, the distribution of MoeKN-GFP is not altered in presence of ectopic PIP2 (Fig. 
7G,H). We also monitored the phosphorylation state of endogenous Moe in presence of 
ectopic Sktl. Our immunostainings reveal abnormal accumulation of pMoe staining in the 
apical part of Sktl overexpressing cells (Fig. 7I,J), and we also find increased levels of 
pMoe in protein extracts obtained from the same discs (Fig. 7K). Thus, our results indicate 
that high PIP2 levels can recruit Moe to the cell cortex, affecting both its subcellular 
distribution and its availability as a substrate for phosphorylation. 
We also tested if loss of the sktl gene is accompanied by a reduction of the pMoe 
levels in the wing epithelium. In the ovaries, germ line clones for null sktl alleles induce a 
developmental arrest in early stages, but a clear reduction of pMoe levels is observed in sktl 
hypomorphic backgrounds, that do not hinder ovary early development (Gervais et al., 
  
58
2008). Wing epithelial integrity is compromised in homozygous mutant cells for the 
hypomorphic sktlΔ5 allele (Hassan et al., 1998), as we observe the presence of extruding 
cells in the most basal part of the disc when apoptosis is prevented by concomitant 
expression of the p35 antiapoptotic factor (Hay et al., 1994) (Supp. Fig. 3A,B). However, 
we do not detect a significant decrease of the pMoe levels in these mutant cells (Supp. Fig. 
3C-F), a negative result that is difficult to interpret since PIP2 levels could only be slightly 
reduced in these clones. 
Discussion 
The aim of this work is to better understand how ERM protein activation is 
regulated in a developing organism and for this, Drosophila morphogenesis constitutes an 
attractive system in which to analyse the cellular mechanisms involved. We show that two 
highly conserved mechanisms control Moe activation: PIP2 binding and phosphorylation of 
the invariant T559 residue. Thus, the study of the regulation of Moe in flies offers 
conclusions that could be extrapolated to ERM proteins of other species, including 
mammals. We show that substituting the endogenous Moe by point mutants affecting T559 
phosphorylation or PIP2-binding leads to distinguishable morphogenetic defects, thereby 
allowing genetic dissection of their respective contributions. Our results indicate that the 
role of PIP2 is not restricted to a preactivation step and instead, intrinsically regulates Moe 
subcellular localisation and activity. 
PIP2 cellular levels control ERM access to the membrane 
Previous studies in mammalian cells have shown that Ezrin directly binds to PIP2, 
allowing identification of two Lysine doublets in the N-terminal FERM domain that are 
required for this interaction (Barret et al., 2000). These residues are conserved in the Moe 
protein and their replacement by asparagines (MoeKN) similarly blocks interaction with 
PIP2, suggesting that PIP2-binding is an ancient feature shared by all extant ERM proteins. 
Our data support the view that these Lys residues act as a PIP2 sensor, permitting 
efficient membrane recruitment of ERM proteins from a cytosolic pool of dormant 
molecules (Fig. 8). In the polarised wing cells, PIP2 is found in the plasma membrane and 
accumulates in their most apical part, a region containing high levels of Moe. We show that 
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the KN mutations block Moe recruitment to the cell cortex. Conversely, experimental 
elevation of the PIP2 levels in the apical portion of the cell is accompanied by 
accumulation in the same region of MoeTA-GFP and MoeWT-GFP, but not MoeKN-GFP. 
Thus, these observations suggest that PIP2 availability controls Moe access to the cell 
cortex and plays an instructive role during this recruitment step, which can be achieved 
independently of Moe phosphorylation. Our results confirm that, as with mammalian Ezrin 
(Fievet et al., 2004), Moe phosphorylation cannot be achieved in wing cells if its interaction 
with PIP2 is hindered by the KN mutations. Thus, PIP2-binding appears to be a prerequisite 
for subsequent Moe phosphorylation. Moreover, we also observe increased amounts of 
phosphorylated Moe as a consequence of raising the PIP2 levels in the wing, suggesting 
that kinase availability is not the limiting factor determining the degree of Moe 
phosphorylation in this tissue. Previous observations made in the fly ovaries reported a 
reduction of phosphorylated Moe levels in mutant clones for a PIP4-5 kinase sktl 
hypomorphic allele (Gervais et al., 2008). However, we did not observe the same reduction 
in the wing cells. This discrepancy may reflect the existence of genuine tissue differences 
affecting Moe regulation, but it is difficult to draw a conclusion at this stage, due to 
possible genetic redundancy with other PIP4-5 kinases encoded by Drosophila (for 
instance, the PIP5K59B gene) and the specific nature of the available sktl hypomorphic 
alleles, all affecting regulatory sequences that could be tissue specific (Gervais et al., 2008; 
Hassan et al., 1998). 
Our genetic assays reveal that MoeKN still retains a low biological activity. If the 
KN mutations prevent PIP2 binding, how can this protein still link F-actin to the cell 
cortex? Interestingly, a recent work has shown that membrane association of vertebrate 
MoesinKNTD and EzrinKNTD is sensitive to PIP2 (Hao et al., 2009). Thus, although 
mutation of the Lys doublets prevents efficient access to the membrane, it does not 
completely abolish interaction with PIP2, which contributes to maintain ERM KNTD forms 
in the cortex. Crystallographic analyses of IP3-complexed Radixin show that the 
presumptive PIP2 interacting region is a cleft present in a highly positively charged surface 
of the FERM domain (Hamada et al., 2000). Interestingly, the two conserved Lys doublets 
are in this charged surface but not located in the cleft that interacts with IP3. It is tempting 
to speculate that PIP2 could first interact with the charged surface of ERM proteins and 
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favour membrane recruitment before lodging into the cleft and promote ERM activation. 
Our results suggest that a small fraction of MoeKN could reach the membrane 
compartment, presumably by stochastic motion, and then interact with PIP2 via its intact 
FERM cleft. The fly MoeKNTD form is more efficiently recruited to the cortex and 
displays a higher activity than MoeKN because this open molecule can also interact with F-
actin. Indeed, MoeKNTD is found preferentially in regions rich in Factin. Finally, MoeTD 
displays the highest affinity for the cortex due to its ability to bind both PIP2 and F-actin. 
Moreover, its presence in the cortex triggers accumulation of F-actin, which in turn could 
allow further recruitment of MoeTD, as seen in both S2 cells and lateral regions of wing 
cells. 
Moe phosphorylation in T559 is not essential for its activation 
A surprising finding of our studies is that a Moe form that cannot be phosphorylated 
in T559 still displays significant activity in various developmental processes. Although we 
and others have shown that overexpression of such forms partly counteracts endogenous 
ERM protein activity in both wild-type and pathological contexts (Carreno et al., 2008; 
Chorna-Ornan et al., 2005; Khanna et al., 2004; Polesello et al., 2002; Yu et al., 2004), our 
genetic assays show that MoeTA has a rescuing activity in absence of the endogenous 
product. MoeTA, which can associate with the membrane, significantly improves the 
viability of Moe mutant flies, including the strong MoePL54 allele. Detailed examination of 
wing mosaics containing Moe mutant cells further illustrate that Moe T559 phosphorylation 
is dispensable for the integrity of this epithelium. These observations indicate that, at least 
for certain aspects of tissue homeostasis, regulation via PIP2-binding could be sufficient to 
control Moe distribution and activity, although we cannot formally exclude that Moe 
phosphorylation in other unknown residues may also contribute to activation of the MoeTA 
form. Although our results appear in conflict with previous reports (Hipfner et al., 2004; 
Speck et al., 2003), it is worth noticing that these latter studies used Moe forms carrying a 
N-terminal Myc tag, which could significantly affect Moe activity. Our results show that 
Moe proteins tagged with GFP at the C-terminus have a reduced activity when compared to 
their full length equivalents. If addition of an N-terminal tag further reduces the activity of 
tested proteins, it would explain why previous studies failed to detect a rescue with MoeTA 
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(Hipfner et al., 2004; Speck et al., 2003). On the other hand, this tag would reduce the toxic 
effect of MoeTD sufficiently to obtain a weak rescue (Hipfner et al., 2004; Speck et al., 
2003), similarly to what we observe expressing an untagged MoeKNTD form. 
Our results therefore allow us to postulate the existence of a pool of open, non 
phosphorylated Moe molecules that nonetheless can fulfil in vivo their role as linkers 
between the actin cytoskeleton and the membrane (Fig. 8). The idea that different active 
ERM forms, phosphorylated and not phosphorylated, could coexist at the cell cortex is also 
consistent with results from kinetic analyses showing the existence of three different pools 
of Ezrin in the membrane of cultured cells (Coscoy et al., 2002). While stable and highly 
mobile molecules could respectively correspond to phosphorylated and PIP2-bound Ezrin, 
the pool of molecules displaying intermediate mobility in the cell cortex could reflect 
presence of unphosphorylated Ezrin interacting with actin filaments and membrane 
proteins. In any case, our data provide unambiguous evidence that active ERM proteins 
distribution cannot be faithfully deduced from the ERM phosphorylation pattern. 
Fine tuning ERM proteins activity 
Previous work has shown that Moe has an essential role during eye differentiation, 
where it is required for the morphogenesis of the highly specialized microvilli that 
constitute the photoreceptor rhabdomeres (Karagiosis and Ready, 2004). These large 
membrane protrusions accumulate high levels of PIP2 and phosphorylated Moe (Karagiosis 
and Ready, 2004; Stauffer et al., 1998; Zelhof and Hardy, 2004). Consistently, our rescue 
experiments show that eye morphogenesis requires proper Moe regulation by both PIP2-
binding and phosphorylation. Although MoeTA is sufficient to restore the viability of Moe 
mutants, the eye phenotype is not suppressed in rescued animals, showing that T559 
phosphorylation is critical in this tissue. Phosphorylation might be essential to provide a 
stable association between Moe and its partners in these specialized giant villi of the apical 
domain. The situation in the undifferentiated wing epithelium appears different, as 
expression of MoeTA in this tissue is enough to ensure epithelial integrity. These results 
point out that, depending of the cellular context, transient or stable association of ERM 
proteins with the cortex can be the preferred choice. Modulation of PIP2 levels would allow 
a dose-sensitive activation of ERM molecules at the membrane, with phosphorylation being 
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a secondary step necessary for the formation and maintenance of specialised cellular 
structures. 
The aberrant morphology of S2 and wing cells and the developmental lethality 
induced by MoeTD show that an open form, mimicking a constitutively phosphorylated 
molecule has strong effects on cell organisation and morphogenesis. Thus, 
phosphorylation/dephosphorylation cycles are also an important aspect in the regulation of 
Moe function during development. The possibility to cycle between phosphorylated and 
dephosphorylated Moe has been shown to be necessary for photoreceptor physiology, 
suggesting that Moe dephosphorylation mediates remodelling of photoreceptor 
cytoarchitecture in response to light (Chorna-Ornan et al., 2005). Recent works further 
suggest that local hydrolysis of PIP2 after phospholipase-C (PLC) activation, as it is the 
case in phototransduction, can contribute to a fast removal of ERM proteins from the 
plasma membrane (Hao et al., 2009). 
A system of double regulation based on activation by PIP2 levels and stabilisation 
by phosphorylation has evolved to finely tune the activity of ERM proteins in a whole set 
of different cellular structures and developmental situations. Clearly, this feature 
contributes to the versatility of ERM proteins and helps to explain why they play a central 
role in such a varied number of morphogenetic processes. 
Materials and methods 
Generation of DMoeKN mutants 
The Moe cDNA was subcloned in the pGEX-4T1 plasmid, allowing production of 
GST-Moe fusion protein. MoeKN was generated by mutation of Lysines (254, 255, 262, 
263) in Asparagines, as previously done for human Ezrin (Barret et al., 2000). The KN 
mutations were generated by replacement of the NcoI-BspeI wild type fragment in pGEX-
Moe with a set of overlapping mutant oligonucleotides (Eurogentec). To produce MoeKN 
GFP-tagged versions, the Pfl23II-BspEI fragment carrying the KN mutation was inserted in 
the corresponding MoeWT-GFP, MoeTA-GFP, MoeTD-GFP plasmids (Polesello et al., 
2002). These constructs were then sub-cloned into pAc5.1 (Invitrogen) for S2 cell 
transfection and into pUASp for generation of transgenic lines. For transgenic lines 
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encoding untagged proteins, the full-length Moe coding region was amplified by PCR and 
cloned into pUASp. 
Protein expression and purification 
Plasmids coding for GST-Moe were used to transform TG1 bacteria. After 
overnight growth, IPTG (0.5mM) was added for 1 h and bacteria centrifuged at 4000 rpm 
for 15 min. All further details refer to 1 litre culture. Bacteria pellets were sonicated in 15 
ml PBS containing 5 Mm EDTA and protease inhibitors (Complete from Roche). Samples 
were then centrifuged at 40,000x g for 30 min. Supernatants were diluted to 50 ml and 3 ml 
of glutatione agarose beads slurry (v/v) was added. After 2 h incubation at 4°C, beads were 
washed with 50 mM tris-HCl, pH 7.4 and 100 mM NaCl. When the OD 280nm was null, 
100 U benzonase was added for 45 min at room temperature. After washing of the beads, 
the gels were equilibrated in the same buffer supplemented with 2.5 mM CaCl2. Thrombin 
(50 U) was then added and samples incubated for 1 h at 37°C. Cleaved proteins were eluted 
and their concentration calculated, taking into account their extinction coefficient. To avoid 
interference of calcium with the different assays involving phospholipids, EGTA (5 mM) 
was added to the recombinant proteins, which were stored at 4°C and used within 48h. 
Liposome binding assay 
Phospholipids (PC, PS and PE) and PIP2 were purchased from Sigma and Lipids 
Products (UK). Lipids, resuspended in water, were mixed in the appropriate proportions 
and dried using a Speedvac. Dry pellets were then allowed to swell in 10 mM Tris-HCL, 
pH 7.4 containing 1 mM EGTA at 42°C for 2h. After liposome incubation with the Moe 
proteins overnight, samples were centrifuged for 30 min in a 42.2 Ti rotor (Beckman) at 
100,000xg. Supernatant and pellet samples were then analysed by Western blotting. 
Antibodies against Moe and secondary anti-rabbit antibodies coupled to HRP were used at 
a 1/10 000. Primary antibodies were first incubated with GST-agarose beads to minimize 
cross reactivity with GST. Blots were developed using the ECL kit (Amersham) and 
quantification was performed using the ImageJ software. 
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Cell culture and immunohistochemistry 
S2 cells were maintained in Schneider's Drosophila medium (GIBCO) 
supplemented with 10% heat-inactivated FCS (GIBCO) and penicillin/streptomycin. Cells 
were transfected using Fugene-6 according to the manufacturer’s instructions (Roche 
Diagnostics) and observed 24 hours after. Cells were allowed to spread for 1h on No.1.5 
coverslips (Corning) previously treated with 20 μl of 0.5 mg/ml concanavalin A (Sigma-
Aldrich) in water and allowed to air dry (Rogers et al., 2002). Cells were then fixed for 20 
min in BRB80 buffer (80 mM Pipes, pH 6.9, 1 mM MgCl2, 1 mM EGTA) containing 3% 
formaldehyde (EM Sciences) and 1 mg/ml saponin. Blocking and permeabilisation was 
performed in TBS (20 mM Tris, pH 7.5, 154 mM NaCl, 2 mM EGTA, 2 mM MgCl2) 
containing 2% BSA and 0.02% saponin for 1.5 h. Coverslips were then incubated for 30 
min on 20-μl droplets of Texas-Red phalloidin 1/100 (Molecular Probes) in 
TBS/BSA/saponin. After washes in TBS/BSA/saponin (15 min) and TBS (2x15 min), 
coverslips were mounted onto glass slides using Hardset VectaShield (Vector). Images 
were acquired using a Leica DMIRE2 inverted microscope with a MICROMAX-1300Y-HS 
cooled camera (Princeton Instrument). Fluorescence levels were quantified by analysing 
image stacks (recorded using the same settings) with the ImageJ software 
(http://rsbweb.nih.gov/ij). Morphometry analyses were performed using calculation of the 
circularity index of ImageJ. 
 
Wing discs were dissected in PBS, fixed for 20 minutes in paraformaldehyde 4% in 
PBS and incubated overnight in Rhodamine phalloidin (Sigma-Aldrich) and 10 mM Topro3 
(Molecular Probes) in PBS-Tween 0.1%. After 3x30 minutes washes in PBS 0.1% 
Tween20, discs were mounted in Vectashield (Vector). Primary antibodies were rabbit anti-
pMoe, 1/500 (Karagiosis and Ready, 2004), rabbit anti-activated Caspase3, 1/100 (Cell 
Signalling), mouse anti-Arm, 1/100 (DSHB). We used as secondary antibodies Rhodamine 
anti-rabbit, FITC antimouse and Cy5 anti-mouse, all diluted 1/300 (Jackson Laboratories). 
For immunostaining, discs were fixed as above and incubated overnight with the 
corresponding primary antibody dilutions in PBS 0.3% Triton-X, 1% BSA. Samples were 
visualised with a Leica TCS SP2 confocal microscope. False colours images were 
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generated applying the Rainbow LUT of the ImageJ software to disc pictures obtained 
using the same confocal settings. 
Fly strains 
The following strains were used: ywMoePL54, ywMoePL106 (Polesello et al., 2002), 
ywFRT19A, tubulinGAL4LL7 (Lee and Luo, 1999), apterousGAL4md544 (Calleja et al., 1996), 
UASMoeWTGFP, UASMoeTA-GFP, UASMoeTD-GFP (Polesello et al., 2002), UASPH-
GFP (Zelhof and Hardy, 2004), sktlΔ5 and UASSktl (Hassan et al., 1998) and UASp35BH2 
(Hay et al., 1994). The transgenic lines UASMoeWT, UASMoeKN, UASMoeTA, 
UASMoeTD, UASMoeKNTA, UASMoeKNTD, UASMoeKN-GFP, UASMoeKNTA-GFP and 
UASMoeKNTD-GFP were generated in this work. For rescue experiments, 
ywMoePL54/FM6; tubulinGAL4LL7/TM2 and ywMoePL106/FM6; tubulinGAL4LL7/TM2 
females were crossed to males carrying the different UASMoeMut insertions in an 
autosome. We calculated for each cross the ratio between the observed number of ywMoe-; 
tubulinGAL4LL7/UASMoeMut surviving males and the ywMoe- /+ ; TM2/UASMoeMut female 
sibs. This ratio should be 1 for a total rescue. Wing disc clones were generated using the 
MARCM system (Lee and Luo, 1999), giving 1 hour heat shock at 37°C to first instar 
larvae. MoePL106/PL106 positively marked cells were generated in ywMoePL106 FRT19A/ 
hsFLP1 tubulinGAL80LL1 FRT19A; UASmCD8GFPLL5/+; tubulinGAL4LL7/+ females. The 
MoePL106/PL106 mutant clones rescued by the different MoeMut- GFP versions were obtained 
using the stocks ywMoePL106 FRT19A/ hsFLP1 tubulinGAL80LL1 FRT19A; UASMoeMut-
GFP/+ ; tubulinGAL4LL7/+. The sktlΔ5 mutant clones were observed in larvae of the 
genotype elavC155 UASmCD8GFPLL4 hsFLP1 ; FRTG13 tubulinGAL80LL2 / FRTG13 sktlD5 ; 
tubulinGAL4LL7 / UASp35 BH2. All crosses were done at 25 °C. 
Cuticle imaging 
Adult flies were dehydrated in absolute ethanol, coated with colloidal gold and 
visualised with a Hitachi scanning electron microscope. Wings were mounted in 6:5 
ethanol:lactic acid and visualised with a Zeiss Axiophot microscope. 
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Analysis of fly extracts 
Thirty wing imaginal discs per genotype were dissected in PBS, pooled together, 
brought to 20μl with PBS and homogenised by boiling in 10μl of 3x Laemmli buffer. 20μl 
of homogenate were loaded in a SDS-PAGE gel for immunodetection with anti-pMoe 
antibody. 3 μl of the same samples were loaded in a different gel for immunodetection with 
anti-Moe used at 1/50,000. Four adult flies for each genotype were homogenised in 100 μl 
of boiling Laemmli 3x buffer. 5 μl of homogenate were loaded in a SDS-PAGE gel and 
blotted with anti-Moe or anti-pMoe in the same conditions. Signal was detected using the 
ECL kit from Amersham. 
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Figure legends 
Fig. 1. Drosophila Moe binds to PIP2 in a liposome cosedimentation assay. (A) MoeWT 
and MoeKN association with phosphatidyl choline liposomes containing increasing 
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concentrations of PIP2. The supernatant contains the free Moe fraction, whereas the pellet 
contains the lipid-associated Moe. Full size Moe (upper panel, arrow) but not full size 
MoeKN (lower panel, arrow) binds to PIP2 containing liposomes. The graph shows the 
percentage of Moe protein recovered in each fraction. (B) Full size wild-type Moe (upper 
panel, arrow) and full size MoeKN (lower panel, arrow) found in the supernatant (s) or 
pellet (p) fractions, after incubation with liposomes containing either 100% 
phosphatidylcholine (PC) or supplemented with 20% PIP2 (PIP2), 20% phosphatidylserine 
(PS) or 20% phosphatidylethanolamine (PE). The graph illustrates the percentage of Moe 
protein found associated to liposomes in each condition. Wild-type Moe associates with 
liposomes in the presence of PIP2, but not other phospholipids, whereas MoeKN is never 
found associated with liposomes. (C) Sequence alignment corresponding to the F3 FERM 
subdomain of six different ERM proteins (human: NP_002879, NP_002435 and 
NP_003370; Ciona: NP_001027599; Drosophila: P46150; and Caenorhabditis: 
NP_491559). Invariant aminoacids are highlighted in black. The two Lys doublets 
substituted by Asn are marked by asterisks. Above the alignment is shown the secondary 
structure of the F3 subdomain (β-strand, black arrow; α- helix, grey box). The Lys doublets 
are in the cytosol exposed loops of the FERM domain (Pearson et al., 2000). 
 
Fig. 2. PIP2 binding is required for Moe localisation in Drosophila S2 cells. S2 cells 
transfected to express the different Moe-GFP mutant versions (right panels, green in merge 
insets) were stained with rhodamin phalloidin to reveal F-actin (left panels, red in merge 
insets). (A) Besides a cytoplasmic distribution, MoeWT-GFP colocalises with F-actin at the 
cell cortex (arrowheads). (B) MoeKN-GFP does not associate with the cortex and remains 
in the cytoplasm. (C) MoeTA-GFP shows colocalisation with F-actin at the cell periphery 
(arrowheads). (D) The MoeKNTA-GFP double mutant localises exclusively in the 
cytoplasm. (E) Cells expressing MoeTD-GFP have an abnormal contracted morphology, 
displaying a characteristic round shape. We detect increased levels of MoeTD-GFP at the 
cell cortex, when comparing to MoeWT-GFP (arrowheads). (F) MoeKNTD-GFP does not 
induce morphological alterations and is found both in the cytoplasm and at the F-actin 
cortex (arrowheads). (G) Graph presenting the membrane/cytoplasm signal ratios observed 
in cells expressing the different Moe-GFP versions. Free GFP is shown as control. Error 
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bars indicate SD (n=20 for each construct). Distributions significantly different from that of 
MoeWT-GFP are labelled with asterisks (P values <10-4 in Student tests). (H) Proportion of 
cells displaying a rounded morphology, estimated as the percentage of cells presenting a 
circularity index (4π*area/sqr(perimeter)) > 0.98. A value of 1.0 indicates a perfect circle 
(n=60 for each construct). 
 
Fig. 3. (A) Scanning electron micrographs of adult eyes (upper panels; bar = 50μ) and 
pictures of wings (lower panels; bar = 250μ) taken from different rescued MoePL106 males. 
MoePL106 escapers present reduced rough eyes and small crumpled wings displaying cuticle 
vesicles trapped between the two wing surfaces (black arrows). Expression of MoeWT-
GFP completely rescues both wing and eye phenotypes. However, none of the different 
Moe variants (MoeTA-GFP, MoeKN-GFP, MoeKNTA-GFP and MoeKNTD-GFP) is able 
to rescue the eye defects. MoeKNTD-GFP expressing flies show eyes further reduced and 
more disorganised than the MoePL106 mutants. MoeKN-GFP and MoeKNTA-GFP do not 
rescue the wing phenotypes, whereas all wings expressing MoeTA-GFP and MoeKNTD-
GFP are normal. (B) The histogram represents the percentage of MoePL106 (grey bars) or 
MoePL54 (black bars) mutant flies reaching the adult stage after rescue with the different 
Moe versions (males Moe-; tubulinGAL4/UASMoeMut). Each bar of the histogram 
corresponds to an average rescue obtained pooling together all the different transgenic lines 
that code for the same Moe version (see Fig. S2). The bars labelled as MoePL106 and 
MoePL54 correspond to the proportion of Moe-; tubulinGAL4/+ escapers obtained in control 
experiments. Asterisks label lethal combinations. Error bars correspond to the SD. 
 
Fig. 4. Functional analysis of Moe regulation in the wing disc epithelium. All pictures are 
confocal longitudinal sections of third larval instar wing epithelia (apical is up, basal is 
down) except panels C, D and F, which correspond to transverse optical sections showing 
the basal part of the disc. Nuclei are marked with Topro3 (red), whereas panels E and F are 
also stained with an activated Caspase3 specific antibody (blue). All pictures were taken at 
the same magnification. (A-F) Control or Moe-/- mutant cells are marked positively with 
mCD8GFP (green). Picnotic nuclei corresponding to extruded Moe-/- mutant cells 
(arrowheads) are found in the basal part of the imaginal disc (compare A, D with controls 
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B, C). (E-F) Extruded cells are apoptotic and express activated Caspase3 (arrowheads). (G-
L) Wing discs containing Moe mutant clones expressing autonomously the different 
MoeGFP-tagged versions (GFP distribution is shown in green). The adjacent right panels 
show the nuclei distribution, with clone position marked by a white contour. Expression of 
MoeWT-GFP (G) but also of MoeTA-GFP (I) rescues the Moe-/- cell extrusion phenotype, 
whereas apoptotic cells (arrowheads) are still found in clones expressing MoeTD-GFP (K) 
or any of the forms not binding to PIP2: MoeKN-GFP (H), MoeKNTA-GFP (J) and 
MoeKNTD-GFP (L). 
 
Fig. 5. Subcellular distribution of Moe-GFP mutant forms in the wing epithelium. (A-F) 
Confocal longitudinal sections of third larval instar wing discs stained with rhodamin 
phalloidin to reveal F-actin (red). The discs contain Moe mutant clones expressing 
autonomously the different Moe-GFP tagged variants (GFP distribution shown in green, in 
grayscale panels and in false colours). (A) The MoeWT-GFP protein accumulates at the 
cell cortex in F-actin rich regions, especially in the apical part (arrows). It is also detected 
in the cytoplasm. (B) The MoeTA-GFP is similarly distributed, but its apical accumulation 
is less prominent (arrows). (C) MoeTD-GFP is associated with the cell cortex and is 
observed at high levels in lateral regions, that accumulate high levels of F-actin 
(arrowheads). (D) MoeKN-GFP does not accumulate in actin-rich regions (arrowhead). (E) 
Similarly, MoeKNTA-GFP is homogenously distributed in the cell body and does not 
accumulate in the cortex (arrowhead). (F) MoeKN-TD is seen associated with the cortical 
actin (arrowheads), mostly in the apical region (arrows). 
 
Fig. 6. PIP2 binding is required for in vivo phosphorylation of Moe. (A-C) Confocal 
sections of third larval instar wing discs stained with anti pMoe (red). Only the red channel 
is shown in the right panels (b/w). (A) Moe mutant cells marked by mCD8-GFP (green) 
show little pMoe staining, besides some unspecific signal found in the nucleus. The 
staining observed in the most apical part of the disc corresponds to peripodial membrane 
cells that cover the wing epithelium and show normal accumulation of pMoe (arrowheads). 
(B) MoeWT-GFP (green) becomes phosphorylated normally when is introduced in the Moe 
cells. (C) No pMoe signal above background levels is detected in Moe clones expressing 
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MoeKN-GFP (green). (D) Blots showing the relative amounts of total Moe and 
phosphorylated Moe (pMoe) present in protein extracts of MoePL106 adult males expressing 
different Moe versions. Only the MoeWT and MoeWT-GFP proteins are significantly 
phosphorylated. 
 
Fig. 7. Increasing levels of PIP2 in the wing epithelium induce Moe recruitment and 
phosphorylation in the apical part of the epithelium. Confocal sections of the wing showing 
the localisation of PH-GFP (A,B), MoeWT-GFP (C,D and I), MoeTA-GFP (E,F) and 
MoeKN-GFP (G,H) in either wild-type (A,C,E,G) or in cells overexpressing the PIP5KI 
Sktl (B,D,F,H,I and J). GFP fusion proteins and Sktl were coexpressed in the dorsal half of 
the disc pouch, using the apterousGAL4 driver. Sktl overexpression induces the formation 
of apical membrane protrusions containing high levels of PIP2, as shown by accumulation 
of the PH-GFP reporter (B, yellow arrowhead). In Sktl expressing cells, MoeWT-GFP (D) 
and MoeTA-GFP (F) accumulate in cell apical protrusions (yellow arrowheads). The 
MoeKNGFP distribution is not affected by presence of high levels of PIP2 (compare G and 
H). (I) Overexpression of Sktl in dorsal cells (marked by MoeWT-GFP, green) triggers 
accumulation of pMoe (red) in PIP2-rich apical protrusions that belong to the epithelial 
cells (seen in yellow, white arrowheads) and not the peripodial membrane. The pMoe 
channel is also shown in grey (I’) and in false colours (I’’). pMoe normal levels, as seen in 
cells not expressing Sktl are labelled with arrows. (J) In dorsal Sktl overexpressing cells 
pMoe staining (red, white arrowhead) is seen above apical junctions (marked by Armadillo 
localisation, green). A small arrow points to ventral cells not expressing Sktl. (K) Protein 
extracts from third larval instar imaginal discs corresponding to wild type flies (Control) or 
flies overexpressing Sktl (UASSktl). Immunoblot with a pMoe specific antibody (upper 
panel) shows that overexpression of Sktl increases the fraction of phosphorylated Moe. 
Equal amounts of Moe protein were loaded in each lane (lower panel). 
 
Fig. 8. A general model for the regulation of ERM protein activity. Presence of high levels 
of PIP2 recruits ERM proteins to the membrane from a cytoplasmic pool of dormant 
molecules. The non phosphorylated ERM form can associate with actin filaments and 
membrane components such as integral membrane proteins, acting as a link between these 
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two structures. This PIP2-mediated recruitment step is also required for ERM 
phosphorylation by its specific kinases, such as Drosophila Slik. Stable association of ERM 
proteins with the membrane and the actin cortex, required in specific cellular contexts, is 
promoted by phosphorylation. 
 
Fig. S1. (A) Moe immunoblots showing the amount of exogenous (Moe-GFP) and 
endogenous (Moe) protein found in extracts obtained from adult wild-type males 
expressing each transgenic line with the same tubulinGAL4 driver. (B) Moe immunoblots 
showing the amount of exogenous Moe protein found in total extracts from rescued 
MoePL106 adult males expressing each transgenic line under the control of the same driver. 
A volume of total extract equivalent to 0.2 flies was loaded in each lane. The full size Moe 
band is marked by an arrow. Extra-bands are degradation products, as we only detect them 
occasionally and their intensity is proportional to that seen for the full size band. Wild type 
and MoePL106 males serve as controls in both experiments. 
 
Fig. S2. Graph representing the percentage of MoePL106 (dark bars) or MoePL54 (grey bars) 
mutant flies reaching the adult stage after rescue with the different Moe mutant versions 
(males Moe-; tubulinGAL4/UASMoeMut). Each bar of the histogram represents the average 
rescue observed in at least two independent experiments (four in most cases). Error bars 
indicate the SD. Asterisks label lethal combinations. 
 
Fig. S3. (A-G) sktlΔ5 third larval instar wing clones overexpressing the anti-apoptotic 
protein p35, generated in first instar larvae with the MARCM technique. (A,B) Some sktlΔ5 
mutant cells (marked in green) are observed extruding in the basal side of the disc (arrows). 
(C-G) pMoe accumulates normally in both sktlΔ5 mutant cells (red arrows) and in the 
neighbour wild type cells (yellow arrows). 
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Fig.1. Drosophila Moe binds to PtdIns(4,5)P2 in a liposome co-
sedimentation assay. 
Fig.2. PtdIns(4,5)P2 binding is requi-red for Moe localisation in 
Drosophila S2 cells. 
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Fig.3. Testing the biological activity of Moe mutants affecting its phos-
phorrylation and its PtdIns(4,5)P2 binding ability. 
 
Fig.4. Functional analysis of Moe regulation in the wing-disc epi-thelium. 
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Fig. 5. Subcellular distribution of Moe-GFP mutants in the wing epithelium 
Fig. 6. PtdIns(4,5)P2 binding is required for in vivo phosphorylation of Moe. 
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Fig. 7. Increasing levels of PtdIns(4,5)P2 in the wing epithelium induce Moe recruitment and 
phosphorylation in the apical part of the epithelium. 
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Fig. 8. A general model for the regulation of ERM protein activity. 
 
Supplemental Figure S1 
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Supplemental Figure S2 
 
Supplemental Figure S3 
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2. En intégrant deux réseaux de signalisation PI(4,5)P2 – 
dépendant et Slik/Pp1-87B - dépendant, la dMoésine participe à 
la morphogénèse cellulaire des cellules mitotiques. 
2.1. Résumé 
La division cellulaire conduit à la formation de deux cellules filles au contenu 
génétique identique à celui de la cellule mère. Ce processus nécessite une synchronisation 
entre la ségrégation des chromosomes et le clivage de la cellule mère, permise notamment 
par des modifications successives de la forme cellulaire. Bien que ce remodelage cortical 
propre aux cellules mitotiques ait été décrit par Walther Flemming il y a plus de cent 
cinquante ans [7], les mécanismes moléculaires contrôlant la morphogénèse cellulaire des 
cellules mitotiques ne sont toujours pas parfaitement identifiés. Le remodelage du cortex 
cellulaire implique une étroite collaboration entre le cytosquelette d’Actine d’une part et les 
composantes de la membrane plasmique de l’autre. La structure de cette couche corticale 
n’est pas totalement élucidée, et les mécanismes permettant d’établir cette liaison 
dynamique entre le cytosquelette d’Actine et la membrane plasmique à la transition 
interphase – mitose et à chacune des phases mitotiques restent en partie à caractériser. 
 
Une étude antérieure à mon arrivée au laboratoire montre que l’activation de la 
dMoésine, dépendante de la kinase Slik, participe à la stabilité corticale et à la localisation 
du fuseau mitotique [63]. Conjointement, l’équipe de B.Baum a mis en évidence que 
l’activation de la dMoésine est entre autres nécessaire à l’arrondissement des cellules à 
l’entrée en division, révélant que les protéines de la famille ERM participent à la 
morphogénèse cellulaire en mitose [47]. 
 
Notre travail actuel met en évidence le rôle de la dMoésine dans le processus 
mitotique, et plus particulièrement l’importance de sa distribution anisotropique en 
anaphase et télophase. En intégrant deux réseaux de régulation contrôlant à la fois 
temporellement et spatialement son activation, la dMoésine participe (i) à l’arrondissement 
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des cellules en prophase, prométaphase et métaphase, (ii) à l’élongation cellulaire en 
anaphase B et (iii) à la relaxation corticale en fin de division. 
 
Nos données démontrent premièrement que la phosphatase Pp1-87B inactive la 
dMoésine dès la fin de la division, en reversant l’activation par phosphorylation induite par 
la kinase Slik. Cette balance entre l’activité kinase activatrice de Slik et l’activité 
phosphatase inhibitrice de Pp1-87B permet de réguler temporellement l’activation de la 
dMoésine en adéquation avec le cycle cellulaire. 
 
Deuxièmement, nous mettons en évidence que la distribution du PI(4,5)P2 régule 
spatialement la dMoésine, et est nécessaire à sa localisation corticale à l’entrée en mitose 
puis à son enrichissement à l’équateur et au sillon de clivage en anaphase et télophase. Bien 
que l'importance du PI(4,5)P2 dans le processus mitotique ait déjà été démontrée par de 
nombreuses études, les mécanismes à l’origine de sa distribution anisotropique en anaphase 
et télophase ne sont pas parfaitement identifiés. Par une approche de crible candidats sur 
l’ensemble des enzymes impliquées dans le métabolisme des phosphoinositides, nous 
trouvons que la dynamique de localisation de Skittles et de Pten contrôlent la distribution 
du PI(4,5)P2. Celle-ci, isotrope de la prophase à la métaphase puis anisotrope en anaphase 
et télophase, participe à la morphogénèse cellulaire des cellules mitotiques en contrôlant 
spatialement l’activation de la dMoésine.  
 
Enfin, nos données montrent que l'intégration des deux réseaux de régulation (i) Slik 
/ Pp21-87B et (ii) Skittles / Pten / PI(4,5)P2 est critique pour la morphogénèse cellulaire 
des cellules en division. En effet, l’inactivation de la dMoésine au cortex polaire est requise 
pour l’élongation des cellules en anaphase et le clivage de la cellule mère. Simultanément, 
un recrutement transitoire et local de la dMoésine au cortex des blebs polaires est essentiel 
pour induire leur rétraction et maintenir ainsi la stabilité corticale. 
2.2. Article 
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Running title: Control of mitotic shape transformations. 
eTOC summary statement: “During mitotic cell cortex remodeling, restriction of Moesin 
activity participates in cell elongation and cytokinesis, whereas localized Moesin 
recruitment is necessary for polar bleb retraction and cortical relaxation.” 
Abstract 
The cortical mechanisms that drive the series of mitotic cell shape transformations 
remain elusive. Here, we identify two novel networks that collectively control the dynamic 
reorganization of the mitotic cortex. We demonstrate that Moesin, an actin/membrane 
linker, integrates these two networks to synergize the cortical forces that drive mitotic cell 
shape transformations. We find that the Pp1-87B phosphatise restricts high Moesin activity 
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to early mitosis and down-regulates Moesin at the polar cortex, after anaphase onset. Over-
activation of Moesin at the polar cortex impairs cell elongation and thus cytokinesis, while 
a transient recruitment of Moesin is required to retract polar blebs that allow cortical 
relaxation and dissipation of intracellular pressure. This fine balance of Moesin activity is 
further adjusted by Skittles and Pten, two enzymes that locally produce PI(4,5)P2 and 
thereby regulate Moesin cortical association. These complementary pathways provide a 
spatiotemporal framework to explain how the cell cortex is remodeled throughout cell 
division. 
Keywords : Mitosis, ERM proteins, Actin, Phosphatase, PI(4,5)P2 
Introduction 
A universal feature of animal cells undergoing mitosis is the series of 
transformations in their shape necessary to generate two identical daughter cells. Mitotic 
cell shape remodelling relies on a precise coupling of cortical actomyosin forces with the 
plasma membrane. At mitosis entry, increased hydrostatic pressure and isotropic cortical 
contractility drive the characteristic rounding of pro-metaphase cells (Carreno et al., 2008; 
Kunda et al., 2008; Maddox and Burridge, 2003; Matzke et al., 2001; Stewart et al., 2011). 
Subsequently, asymmetry in cortical tensions leads to polar relaxation and equatorial 
contraction, which contribute to anaphase cell elongation and to cytokinesis (Hickson et al., 
2006; Sedzinski et al., 2011; Surcel et al., 2010). While mitotic stages were originally 
described more than one century ago (Flemming, 1882), the molecular networks that 
modify the cortex to drive transformations in the shape of dividing cells remain to be 
identified. 
 We and others have shown that Moesin (Moe) plays essential roles in the regulation 
of cell shape during mitosis in Drosophila (Carreno et al., 2008; Kunda et al., 2008). Moe 
is the sole Drosophila member of the Ezrin, Radixin, Moesin (ERM) family of cytoskeletal 
regulators, which allow, in a signal dependent manner, bridging of the actin cytoskeleton to 
the plasma membrane (Fehon et al., 2010). A flexible α-helical linker separates an N-
terminal (FERM) domain from a C-terminal domain (C-ERMAD), which interact with the 
plasma membrane and with F-actin, respectively. ERM proteins are regulated by a 
conformational change: in their dormant cytoplasmic state, interaction between the FERM 
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and the C-ERMAD domains masks the two binding surfaces. In response to various signals, 
ERM proteins open and provide a bridge between actin filaments and the plasma 
membrane. Activation of ERM proteins involves both the binding of the FERM domain to 
phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate [PI(4,5)P2] and the phosphorylation of a conserved 
threonine residue (T559 in Drosophila Moe) located in the C-ERMAD moiety. Although 
phosphorylation is a hallmark of ERM activation, interaction with PI(4,5)P2 as emerged as 
playing important roles in their regulation (Coscoy et al., 2002; Hao et al., 2009; Roch et 
al., 2010). Current models state that PI(4,5)P2 favours conformational opening and that 
phosphorylation further stabilizes this open active form at the cell cortex (Fehon et al., 
2010). 
 
ERM function and proper regulation is required during cell division in both flies 
(Carreno et al., 2008; Cheng et al., 2011; Kunda et al., 2008) and mammals (Luxenburg et 
al., 2011). In Drosophila, depletion of Moe or Slik, the kinase necessary to phosphorylate 
Moe on T559, leads to similar mitotic defects: mutant cells are unable to round at mitosis 
entry and their cortex is continuously deformed, throughout cell division. Importantly, 
these cortical defects impinge on additional aspects of mitosis, including spindle 
morphogenesis and positioning, as well as chromosome segregation (Carreno et al., 2008; 
Kunda et al., 2008). Therefore, unravelling ERM function and regulation at the cortex 
represents a key step to better understand how cell shape transformations are coordinated 
during division. 
 
Using functional approaches and high-resolution live imaging in Drosophila 
cultured cells, we show here that the regulated activity of Moe orchestrates changes in 
tension applied at the cortex and thereby, controls cell shape transformations at the 
successive steps of cell division. Through systematic screenings of candidate regulators, we 
identify two networks that collectively provide a spatiotemporal control of Moe activity. 
The first one relies on Pp1-87B, a phosphatase that counteracts activity of the Slik kinase to 
restrict high Moe function to early mitosis. Then, the PI(4)P 5-kinase Skittles and 
PI(3,4,5)P3 phosphatase Pten further refine the pattern of activated Moe through the local 
production of PI(4,5)P2, which is required for both Moe cortical recruitment and 
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phosphorylation. Integration of these two regulatory networks provides a cell-cycle 
regulated burst of isotropic Moe activation at the cortex, required for cell rounding at G2/M 
transition. Subsequently, the concomitant equatorial enrichment and polar diminution of 
Moe activity after the anaphase onset synchronizes equatorial contractions with polar 
relaxation, to allow cell elongation and cytokinesis. 
Results 
Control of Moe activation participates in cell elongation and cytokinesis. 
As deduced from the pattern of phosphorylated Moe (P-Moe) in fixed samples 
(Carreno et al., 2008), the location of activated Moe parallels the sites of cortical 
contractions during mitosis. To gain insight into the role and the regulation of Moe activity 
at the cell cortex throughout the cell cycle, we examined dynamics of a functional GFP-
tagged Moe (Roch et al., 2010) stably expressed in Drosophila S2 cells. Time-lapse 
microscopy confirmed that Moe localization is tightly regulated during the cell cycle. 
While mostly cytoplasmic in interphase, Moe-GFP was recruited to the cell cortex upon 
mitosis entry (Figure 1A). Then, it was redistributed into the cytoplasm after furrow 
ingression, before complete abscission. Throughout mitosis, the spatial pattern of Moe 
association with the cortex directly correlated with cell morphology. In prophase, 
metaphase and early anaphase, when cells are spherical, Moe-GFP was isotropically 
associated with the cortex. When cells started to elongate in anaphase B, Moe-GFP was 
progressively lost from the poles and accumulated at the equator (Figure 1B,C & video 1). 
 
This dynamic Moe localization likely requires precise regulation of its activity. We 
tested this hypothesis by substituting endogenous Moe with a constitutively active 
phosphomimetic mutant, Moe-TD-GFP. To this aim, cells stably expressing Moe-TDGFP 
were treated by a dsRNA specifically targeting the 3’UTR of endogenous Moe RNA. 
Under these conditions, hereafter referred to as Moe-TD cells, Moe-TD-GFP accumulated 
abnormally at the cortex in interphase and remained associated with the polar cortex during 
cell elongation (Figure 1D,F & G). While Moe depletion triggered low rate of cytokinesis 
failure (Carreno et al., 2008), substituting endogenous Moe by Moe-TD-GFP impaired 
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cytokinesis in 50% of the cells (Figure 1E). Since in many cell types, completion of 
cytokinesis relies on proper elongation in anaphase B (Rappaport, 1971), we evaluated the 
geometry of Moe-TD cells when progressing through anaphase. Indeed, most Moe-TD cells 
displayed defective elongation, a phenotype associated to cytokinesis failure (Figure 1E). It 
has been shown that anaphase cell elongation requires concomitant equatorial actomyosin 
contractions and polar relaxation (Hickson et al., 2006). Since activated Moe increases 
cortical rigidity (Kunda et al., 2008), we hypothesized that Moe over-activation at the polar 
cortex triggers excessive stiffness by increasing F-actin association and consequently 
blocks cell elongation. Consistently, we measured an increase in F-actin associated with the 
polar cortex versus the equatorial region in Moe-TD cells (Figure 1H). These results 
indicate that reduction of Moe activity at the polar cortex contributes to cell elongation 
during anaphase B and thus to cytokinesis. 
Moesin controls polar relaxation by regulating polar cortical blebbing. 
To further investigate the role of Moe in anaphase cell elongation, we imaged 
cortical dynamics in dividing S2 cells. Since pioneering works (Prothero and Spencer, 
1968), several studies have shown that short-lived blebs form at each pole during anaphase 
elongation (Boucrot and Kirchhausen, 2007; Burton and Taylor, 1997; Fishkind et al., 
1991; Porter et al., 1973). These polar blebs have been recently shown to be necessary to 
release the cortical tension and cytoplasmic pressure created by cytokinetic ring furrowing 
(Sedzinski et al., 2011). High-resolution analyses of living Moe-GFP cells indicated that 
Moe was not initially associated with the bleb cortex during its expansion and was recruited 
at the bleb rim just prior retraction. In normal conditions, blebs were rapidly retracted, 
within a couple of minutes (Figure 2A,S1 & video 2), and thus displayed a small size 
(Figure 2B). The absence of Moe activity leads to abnormally large cytoplasmic bulges 
deforming the cortex of dividing cells as observed in fixed samples (Carreno et al., 2008) 
suggesting that it disrupts cortical organization. We thus analysed Moe-GFP dynamics in 
living cells during polar blebbing and anaphase relaxation in the absence of Slik kinase, to 
preclude Moe activation. Slik depletion decreased the cortical association of Moe-GFP and 
prevented its recruitment to the bleb cortex (Figure 2A & video 3). Furthermore, similarly 
to Moe depletion, disrupting Moesin activation through Slik knockdown promoted 
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unregulated growth of blebs, as well as a their delayed retraction, leading to an apparently 
exaggerated relaxation of the anaphase cortex (Figure 2B & S1). 
 
To further explore how Moe controls normal blebbing during polar relaxation in 
anaphase, we imaged the actomyosin cortex, using stable cell lines that expresses the 
Calponin Homology domain of Utrophin fused to GFP to probe actin (Burkel et al., 2007) 
or the Myosin Regulatory Light Chain Sqh-GFP to visualize activated Myosin (Rogers et 
al., 2004). In control cells, actin and myosin show similar dynamic association with the 
bleb cortex. While they were not associated with bleb membranes when blebs expand, they 
were recruited to the bleb cortex when they retract, in a manner that parallels the 
recruitment of Moe (Figure 2C, S1 & video 4). In cells depleted of Moe or Slik, actin and 
myosin were no longer recruited uniformly to the bleb cortex (Figure 2C, S1 & video 5). 
Secondary blebs then formed, ultimately leading to multiple blebs on blebs, and triggering 
the abnormal mitotic cytoplasmic bulges observed in fixed samples (Carreno et al., 2008). 
Together, these results show that cell division involves a precise regulation of Moe activity 
to control polar relaxation via mitotic blebbing. Defective Moe cortical recruitment 
promotes abnormal, unregulated polar blebs and thus excessive polar relaxation. On the 
contrary, over-activation of Moe at the polar cortex impairs anaphase relaxation and cell 
elongation, leading to cytokinesis failure. 
Pp1-87B phosphatase controls Moesin inactivation. 
Having shown that the anisotropic distribution of Moe in anaphase contributes to 
proper cell division, we then sought to identify regulators of Moe activity. Although Moe 
activation relies on activity of Slik kinase (Carreno et al., 2008; Hipfner et al., 2004; Kunda 
et al., 2008) (Figure 3A,B & S2A), treatment with calyculin A (a PP1 and PP2A 
phosphatase inhibitor) increased Moe phosphorylation (Figure 3A), revealing the existence 
of a counteracting phosphatase activity. 
 
To identify the phosphatase that inactivates Moe, we individually knocked down 
each of the Drosophila PP1 and PP2A catalytic subunits (Chen et al., 2007) and examined 
levels of P-Moe by Western blot. We found that the depletion of Pp1-87B increased Moe 
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phosphorylation (Figure 3A). To further identify at which stage of the cell cycle Pp1-87B 
inactivates Moe, we assessed P-Moe levels by immunofluorescence. We observed that Pp1-
87B depletion promoted a 3 fold increase in Moe phosphorylation at the cortex in 
interphase (Figure 3B & S2A). Nevertheless, Pp1-87B depletion did not increase P-Moe 
levels in metaphase, suggesting that Pp1-87B acts to down-regulate Moe at the cortex in 
interphase. Accordingly, time-lapse analyses showed that following cell division, Moe-GFP 
was abnormally associated with the cortex of interphase Pp1- 87B-depleted cells (Figure 
3C). In addition, Moe-GFP stayed also aberrantly associated with the polar cortex during 
anaphase elongation in Pp1-87B depleted cells, similar to the distribution of the 
phosphomimetic Moe-TD mutant form (Figure 1D). As observed in Moe-TD cells, Pp1-
87B depletion triggered frequent cytokinesis failure (21%, n=554), further supporting that 
Moe down-regulation at the polar cortex is required to achieve proper cell division. 
 
To evaluate how Pp1-87B controls Moe activity during the cell cycle, we examined 
Pp1-87B distribution using a functional GFP fusion (Figure S2C). While mostly 
cytoplasmic in interphase, GFP-Pp1-87B was redistributed to the mitotic spindle upon 
mitosis entry (Figure 3D & S2D). Similarly to Pp1γ, its human ortholog (Trinkle-Mulcahy 
et al., 2006), GFP-Pp1-87B accumulated on chromosomes, close to the polar cortex in 
anaphase, (Figure 3D & S2D); then it concentrated to the intercellular bridge where Moe is 
normally inactivated before abscission (see Figure 1A). Therefore, dynamics of Pp1-87B 
distribution inversely correlates with sites of Moe activity. In contrast, Slik associated with 
the whole cell cortex in interphase and metaphase and accumulated at the cleavage furrow 
following the anaphase onset (Figure 3D). These data show that a balance of Slik kinase 
and Pp1-87B phosphatase activities coordinates Moe activation with the cell cycle, 
restricting high levels of active cortical Moe to early mitosis. 
PI(4,5)P2 regulates Moe distribution during mitosis 
Despite alteration of Moe cortical levels, neither Slik nor Pp1-87B depletion 
completely abolished the equatorial enrichment of Moe-GFP when cells progress through 
anaphase (Figure 2A & 3C). Furthermore, the reciprocal phospho-mutant forms of Moesin, 
Moe-TD-GFP (Figure 1D) and Moe-TA-GFP (Figure S3) remained enriched at the 
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equatorial cortex in anaphase. These findings suggest that a phosphorylation-independent 
mechanism regulates the cortical distribution of Moe after the anaphase onset. Binding of 
the FERM domain to PI(4,5)P2 plays a key role in Moe function in vivo (Roch et al., 2010), 
opening the possibility that PI(4,5)P2 could contribute to the regulation of Moe 
activity/distribution during cell division. 
 
As a first test of this hypothesis, we examined the distribution of the Moe FERM 
domain fused to GFP (FERMMoe-GFP) in live cells. While FERMMoe-GFP isotropically 
associated with the cortex from interphase to metaphase, it was then enriched at the 
equatorial cortex in anaphase B and telophase (Figure 4A). Reciprocally, a full-length Moe 
mutant (MoeKN-GFP) unable to bind to PI(4,5)P2 (Roch et al., 2010) was not associated 
with the cortex throughout mitosis (Figure 4A). Therefore, PI(4,5)P2 binding is required for 
Moe enrichment at the anaphase equator. 
 
We then examined the localization of PI(4,5)P2 in a S2 cell line that stably 
expresses GFP-Tubby, a specific probe for this phosphoinositide (Ben El Kadhi et al., 
2011; Szentpetery et al., 2009). As observed for Moe-GFP (and FERMMoe-GFP), GFP 
Tubby cleared from polar regions and concentrated at the equator when cells started to 
elongate in anaphase (Figure 4B & C). These results support the idea that PI(4,5)P2 
contributes to the local control of Moe activation during cell division. 
 
To directly test this conclusion, we used a system that rapidly reduces PI(4,5)P2 
cortical levels (Varnai et al., 2006), through a rapamycin-inducible recruitment of a type IV 
phosphoinositide 5-phosphatase domain (5-ptase) to the plasma membrane (Figure 4D). In 
this assay, rapamycin induces the heterodimerization between a membrane– targeted FRB 
fragment of mTOR and a 5-ptase domain fused to FKBP12 (Varnai et al., 2006), 
individually expressed from two constructs, hereafter referred to as Rapamycin Constructs 
(RC). While addition of rapamycin to control cells did not modify the localization of GFP-
Tubby (Figure 4E & S4A), rapamycin promoted its rapid translocation from the membrane 
to the cytosol in RC cells (Figure 4E, S4B for quantification & video 6). These results 
validate the efficiency of the RC system in S2 cells and the specificity of the GFP-Tubby 
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probe for PI(4,5)P2. We then explored whether reduction of PI(4,5)P2 affects the 
distribution of wild type or –TD Moe-GFP. Moe-TD displayed a strong cortical association 
in interphase, which was lost following rapamycin treatment in RC cells (Figure 4E). 
Furthermore, when rapamycin was added on RC cells in metaphase, Moe-GFP rapidly 
delocalized from the cortex to the cytoplasm (Figure 4E, S4C for quantification & video 7). 
Similarly to Moe dsRNA depletion, this rapamycin inducible release of Moe from cortical 
membranes triggered excessive polar relaxation, with unregulated blebbing during cell 
elongation (Figure 4F & video 8). Together, these results support that PI(4,5)P2 is 
necessary to ensure mitotic cortical stability, at least in part, through regulation of Moe 
cortical distribution and activation. 
Localized activity of Skittles and Pten controls sites of PI(4,5)P2 production and of Moe 
activation. 
To further investigate how PI(4,5)P2 regulates mitotic cortical stability and Moe 
activation, we individually depleted each of the Drosophila kinases (10), phosphatises (16) 
and phospholipases (5) predicted to directly or indirectly control PI(4,5)P2 metabolism 
(Figure 5A & S5) and we assessed the consequences of these depletions on the mitotic 
cortex by time-lapse microscopy. Among the 31 enzymes we have tested, depletion of 3 
proteins induced high cortical defects including excessive polar relaxation and unregulated 
blebs during anaphase (Figure 5B & S5). Two of them, Skittles and Pten directly produce 
PI(4,5)P2 by phosphorylating PI(4)P and dephosphorylating PI(3,4,5)P3, respectively. The 
third enzyme, encoded by CG10260 and predicted to produce PI(4)P from PI, was required 
to a lesser extent for mitotic cortical stability (Figure 5B). To quantify the respective 
contribution of these enzymes to PI(4,5)P2 production, we measured cellular 
phosphoinositides using radiolabelling assays (Payrastre, 2004). PI(4,5)P2 pools were 
decreased by 15%, 31% and 48% following depletion of CG10260, Pten or Skittles, 
respectively (Figure 5C). Consistently, while the cortical association of GFP-Tubby was 
only slightly reduced by depletion of CG10260 (data not shown), the absence of Pten or 
Skittles further prevented the cortical recruitment of this biosensor, showing that these 
enzymes generate PI(4,5)P2 at the cortex (Figure 5D). 
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Having shown that Skittles and Pten play major roles in PI(4,5)P2 production in S2 
cells, we first examined whether their localization could account for PI(4,5)P2 enrichment 
at the equator in anaphase. Comparable to PI(4,5)P2 dynamics, Pten-GFP and Skittles-GFP 
uniformly associated with the cortex in pro-metaphase. Both enzymes then progressively 
accumulated at the equator, as cells underwent anaphase elongation (Figure 6A & B). Since 
Pten metabolizes PI(3,4,5)P3, we analyzed the distribution of this PI(4,5)P2 precursor 
during cell division using the Grp1-PH-GFP specific PI(3,4,5)P3 probe (Gray et al., 1999). 
In control cells, Grp1-PH-GFP was weakly associated with the cortex of mitotic cells albeit 
enriched at the cleavage furrow in anaphase (Figure 6A). Pten depletion increased the 
cortical levels of Grp1-PH-GFP, with accumulation at the anaphase equator, where Pten 
normally localizes. This indicates that Pten locally dephosphorylates PI(3,4,5)P3 to control 
PI(4,5)P2 cortical levels during mitosis. Accordingly, depletion of Pten provoked the 
formation of abnormal long-lived polar blebs, a phenotype reminiscent of that seen 
following rapamycin-induced reduction of PI(4,5)P2. The absence of Skittles further 
decreased cortical PI(4,5)P2 levels during mitosis, as deduced from its impact on GFP-
Tubby distribution (Figure 6B). The depletion of Skittles also enhanced unregulated polar 
blebbing in anaphase (Figure 6B), mimicking the defects observed in cells with reduced 
PI(4,5)P2 levels by the RC experiment (see Figure 4F), or those lacking Moe activity (see 
Figure 2A,C). 
 
We then tested whether Skittles or Pten were required for Moe phosphorylation 
during mitosis, using FACS analysis of cells co-stained for P-Moe and the mitotic marker 
PHistone H3. When compared to control conditions, Pten depletion caused a slight decrease 
in P-Moe levels (27,7 % of mitotic cells negative for P-Moe staining vs 17% in controls). 
These defects are enhanced when Skittles was depleted, with 81,7% of mitotic cells 
displaying reduced levels of Moe phosphorylation (Figure 6C). Accordingly, Skittles 
depletion impaired the association of Moe-GFP with the mitotic cortex (Figure 6D and 
video 9, compare to Figure 1A). This lack of Moe recruitment at the cortex of polar blebs 
correlated with defects in actin organization (Figure 6E and Video 10) and triggered the 
“blebs on blebs” phenotype and unregulated bleb growth (5.57 ±1.58 μm length; n=26, vs 
3.25 ±0.44 μm; n=40 in controls, P=1.5x10E-8) observed following Moe or Slik depletion 
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(see Figure 2A,C). These results show that Skittles and Pten contribute to enrich PI(4,5)P2 
at the equator, when dividing cells progress through anaphase. Thus, Skittles and Pten 
spatially mediate Moesin cortical activation to promote efficient bleb dynamics necessary 
to control anaphase cell elongation. 
Discussion 
These findings unravel how, by integrating two regulatory networks, Moesin 
activity provides a spatiotemporal framework to control cell shape transformations during 
division (Figure 7). We find that the increase in cortical rigidity that drives cell shape 
remodelling at the interphase/mitosis transition involves a Pp1-87B/Slik molecular switch 
that timely regulates Moe phosphorylation. We further identify PI(4,5)P2 as a spatial cue 
that controls Moe distribution at the cortex. This latter aspect coordinates the spatial 
balance in cortical stiffness/contractility that is required for anaphase cell elongation and 
cytokinesis. We propose that the concerted action of these two regulatory networks ensures 
the proper series of mitotic cell shape transformations required for the fidelity of cell 
division (Figure 7). 
A Pp1-87B/Slik molecular switch controls temporal activation of Moesin. 
A global increase in cortical actomyosin forces generate cell rounding at mitosis 
entry (Maddox and Burridge, 2003; Stewart et al., 2011). These forces are transmitted to 
the plasma membrane through the activation of ERM proteins (Carreno et al., 2008; Kunda 
et al., 2008; Luxenburg et al., 2011). At mitosis exit, both cortical contractions and ERM 
activity must be down-regulated to allow cells to go back to their interphase shape. In 
Drosophila cells, the Slik kinase was shown to activate Moe at mitosis entry (Carreno et al. 
2008; Kunda et al. 2008); here we identify the Pp1-87B phosphatase as essential for Moe 
inactivation after cytokinesis and in interphase. 
 
While Slik homogenously associates with the cell cortex in both interphase and 
early mitosis, Pp1-87B is cytoplasmic in interphase and re-localizes to the spindle in 
pro/metaphase (Figure 7B). An attractive model would be that together with a 
“constitutive” cortical association of the Slik activator in interphase and pro/metaphase, 
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intracellular redistribution of the Pp1-87B inhibitor represents an efficient way to restrict 
high levels of Moe phosphorylation to mitosis entry. During anaphase, Pp1-87B 
concentrates near the chromosomes migrating towards the polar cortex, while Slik 
accumulates at the cleavage furrow. In this model, redistribution of both Pp1-87B and Slik 
after the anaphase onset contributes to enrich Moe at the equator and to decrease it at poles. 
Finally, re-localization of Pp1-87B in the cytoplasm after cytokinesis would contribute to 
relax the cortex for the next interphase by maintaining low Moe activity (Kunda et al., 
2008; Thery and Bornens, 2008). A growing number of evidence supports that Pp1 
phosphatases play important roles in the temporal control of cell division (De Wulf et al., 
2009). Pp1-87B being required for mitotic spindle morphogenesis (Axton et al., 1990; Chen 
et al., 2007), this phosphatase could contribute to synchronize cell shape control operated 
through Moe regulation to chromosome segregation. Although additional investigations 
will be required to unravel how the activity and distribution of Pp1-87B and Slik are 
regulated, these results indicate that the Slik/Pp1-87B switch represents an important 
control of Moe activity during the cell cycle. 
PI(4,5)P2 controls stability of the mitotic cortex and spatial activation of Moe. 
Our results show that local levels of PI(4,5)P2 provide an additional mechanism to 
regulate Moe function at the cortex of dividing cells. Several studies have established a role 
of PI(4,5)P2 in the localization of ERM proteins in polarized processes of differentiated 
cells (Fievet et al., 2004; Hao et al., 2009; Roch et al., 2010). Here, we provide evidence 
that during mitosis PI(4,5)P2-rich membrane domains act as a spatial cue that regulates 
both Moe distribution and activation at the cortex. 
 
The distribution of PI(4,5)P2 at the plasma membrane is tightly regulated during 
mitosis. As in mammalian cells (Emoto et al., 2005; Field et al., 2005), we find that 
PI(4,5)P2 is actively enriched at the equator of anaphase Drosophila S2 cells, suggesting 
that equatorial accumulation of PI(4,5)P2 is a feature shared by most animal cells. 
Although previous studies did not detect PI(4,5)P2 enrichment at the cleavage furrow of 
Drosophila spermatocytes (Wong et al., 2005), whether this is due to intrinsic difference 
between mitosis and meiosis, or to experimental limitations in vivo remains to be 
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established. However, how this dynamic localization is regulated remained unknown. Here, 
we show that the equatorial enrichment of PI(4,5)P2 relies, at least in part, on the enzymatic 
activity of Skittles and Pten. During cytokinesis, the equatorial accumulation of PI(4,5)P2 
plays a role in cleavage furrow formation and ingression, through controlling the activity 
and/or recruitment of several components of the contractile ring (Ben El Kadhi et al., 2011; 
Janetopoulos and Devreotes, 2006). PI(4,5)P2 hydrolysis is also necessary for maintaining 
cleavage furrow stability and efficient cytokinesis (Emoto et al., 2005; Field et al., 2005; 
Wong et al., 2005). Our findings extend the functional repertoire of PI(4,5)P2 during 
mitosis to the control of local properties of the mitotic cortex, which are required for polar 
relaxation and cell elongation. Through functional screenings, we identify novel regulators 
of cell division among the entire set of enzymes implicated in phosphoinositide 
biosynthesis. Two main pathways regulate PI(4,5)P2 levels in mitotic cells and their 
alterations provoke similar cortical disorganization. The first pathway involves the Pten 
tumour suppressor, a PI(3,4,5)P3 3-phosphatase. Pten was shown to accumulate at the 
septum of dividing yeast cells (Mitra et al., 2004), as well as at the cleavage furrow in 
D.discoideum (Janetopoulos et al., 2005). Our results of living Drosophila cells show a 
progressive delocalization of Pten from the polar cortex to the equator after anaphase onset 
(Figure 7B), suggesting that Pten dynamics rely on mechanisms conserved throughout 
evolution. Furthermore depletion of Pten leads to a significant enrichment of PI(3,4,5)P3 at 
the cortex, especially at the cleavage furrow. These results show that Pten uses PI(3,4,5)P3 
to spatially control PI(4,5)P2 levels at the mitotic cortex. 
 
 The second pathway relies on Skittles, a PI(4)P-5-kinase that plays a major role in 
regulating the levels and localization of PI(4,5)P2 during mitosis. Skittles switches from an 
isotropic cortical distribution in pro/metaphase to equatorial enrichment following the 
anaphase onset (Figure 7B). Depletion of Skittles results in a phenotype similar to the 
mitotic cortical defects observed following inducible PI(4,5)P2 hydrolysis. We also find 
that CG10260, a phosphoinositide 4-Kinase (PI4K), contributes to the organization of the 
mitotic cortex. Genetics screens have identified a role for PI4Ks in the division of budding 
and fission yeast (Audhya et al., 2000; Desautels et al., 2001; Hama et al., 2000), as well as 
for cytokinesis of male spermatocytes in flies (Brill et al., 2000). CG10260 is involved in 
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PI(4)P synthesis, the major substrate of Skittles to produce PI(4,5)P2. Together, these data 
show that Skittles acts as a key regulator of PI(4,5)P2 levels and Moe activation at the 
mitotic cortex. Interestingly, Skittles is required for Moe activation in Drosophila oocytes 
(Gervais et al., 2008), suggesting that this enzyme plays a broad role in the regulation of 
ERM proteins. 
 
An important question is how Skittles and Pten are enriched at the equator in 
anaphase. It has been reported that activated RhoA stimulates a PI(4)-5-kinase activity and 
promotes PI(4,5)P2 synthesis in mammalian cells (Chong et al., 1994). During anaphase, 
activated RhoA localizes at the equatorial cortex (Yoshida et al., 2009), where it could 
recruit and/or activates Skittles to promote PI(4,5)P2 production. This anisotropy in 
PI(4,5)P2 distribution might be in turn reinforced by the localized activity of Pten, whose 
membrane association is itself dependent of PI(4,5)P2 [(Campbell et al., 2003; Rahdar et 
al., 2009) and data not shown]. Together, the activity of Skittles and Pten could therefore 
provide a feed forward regulatory loop of local PI(4,5)P2 levels at the cortex of dividing 
cells. 
Spatiotemporal regulation of Moe contributes to mitotic cell elongation. 
The metaphase/anaphase transition is characterized by a break in cortical symmetry, 
with concomitant relaxation of the polar cortex and contraction of the equator. We find that 
the anisotropic distribution of Moe participates in coordinating this differential in cortical 
tension. Over-activation of Moe impairs cell elongation and causes cytokinesis failure, 
suggesting that the polar cortex is too rigid for cell division. Accumulation of F-actin at the 
cleavage furrow can be attributed, at least in part, to a cortical flow of F-actin filaments 
from polar regions to the equator (Chen et al., 2008). Over-activation of Moe at the poles 
could block this actin cortical flow, through an excessive bridging of the actin cytoskeleton 
with the plasma membrane, leading to an abnormal stiffness of the polar cortex. Therefore, 
redistribution of activated Moe from the polar cortex to the equator participates in polar 
relaxation, anaphase cell elongation and cytokinesis fidelity. 
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Contraction of the equatorial actomyosin ring increases the cytoplasmic pressure 
exerted on the plasma membrane. Relaxation of the polar cortex is thus required to 
dissipate this extra pressure by increasing the cellular volume, a process that was proposed 
to involve short-live polar blebs (Brugues et al., 2010; Prothero and Spencer, 1968; 
Sedzinski et al., 2011). These polar blebs were recently found to play important roles 
during cell division. Perturbation of their dynamics triggers anaphase spindle rocking 
(Rankin and Wordeman, 2010) and destabilization of cleavage furrow positioning 
(Sedzinski et al., 2011). While recent studies have addressed how cortical blebs are 
regulated in interphase (Charras et al., 2006; Charras et al., 2005), our understanding of the 
signalisation that controls dynamics of cortical blebs in mitosis has poorly progressed since 
pioneering studies. Our results show that a transient recruitment of Moe at the mitotic bleb 
membrane is required for efficient polar bleb retraction, as are the functions of the Moe 
positive regulators Slik, Skittles and Pten. Active Moe contributes to cortical bleb 
organization since alteration of Moe function (or regulation) disrupts actin organization and 
efficient bleb retraction. This leads to disorganization of the mitotic cortex, characterized 
by giant blebs that continue growing in an unregulated manner. Therefore, while a global 
decrease in Moe activity at the polar cortex contributes to cell elongation and cytokinesis, 
transient and local association of Moe at the rim of polar blebs is important for their 
retraction. If the binding of Moe to PI(4,5)P2 is required at both the equator and bleb 
membrane, the influence of the Slik kinase on Moe activation appears different between 
these two regions of the anaphase cortex. Whereas Slik depletion abolishes Moe 
recruitment to polar blebs, remnants of cortical Moe are still visible at the equator, likely 
due to high PI(4,5)P2 levels at the furrow. 
 
While these mechanisms synergistically contribute to the cortical contractility at the 
equator, they also allow cortical relaxation at the polar cortex through control of transient 
anaphase blebs. We propose that this dual mechanism of Moe regulation is exploited by 
animal cells to ensure proper cell division. 
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Materials and Methods 
DNA Constructs 
Pten cDNA (IP16020, DGRC) was amplified by PCR (Phusion, NEB) and fused to 
GFP in the pAc5.1 vector (Invitrogen). Rapamycin constructs (PM-FRB-mRFP and 
mRFPFKBP-5ptase-domain) (Varnai et al., 2006), and GFP-Utrophin-CH (Burkel et al., 
2007), were sub-cloned in the pAc5.1 vector (Invitrogen). pUAS-Skittles-GFP was from 
(Gervais et al., 2008), pUAS-Slik-GFP was from (Hipfner et al., 2004), pUAS-GFP Tubby 
and pTubulin-Grp1-PH-GFP were from Amy Kiger. Other DNA constructs were described 
in (Carreno et al., 2008). 
dsRNA primers 
Skittles_1 
forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGAACTGATGAGCACCATTAAGCG ; 
reverse TAATACGACTCACTATAGGGAGAGAATGTTTCAGTGGAAATGTGG 
Skittles_2 
forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGACCCCCTCCAAGCGCAAAACCTCG; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGAGCGTGGACGTGTAGCTGGGCG 
Pten 
forward TAATACGACTCACTATAGGGAGACAAACGCAAACAGCCTAATAGC ; 
reverse TAATACGACTCACTATAGGGAGACCACAGTTGAATTTTGGAGAGG 
Pten_1 
forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGATATCCAGCACCGGATAAACTA; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGACAAGGTTTTCAGTCTATCTGG 
Pten_2 
forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGACATCAATACCAGTTTCCGGCG; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGATCGAAGTATTTTTTGAATTGG 
CG10260_1 
forward,TAATACGACTCACTATAGGGAGACGATTCGGTGAACGAGCTGCG; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGATCGGCGAAGTCCTTCAAGCGC 
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CG10260_2 
forward,TAATACGACTCACTATAGGGAGAGGTCTGTCGCTGCTGCAGGGC; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGACCCGGCACTATAAGATCCGGC 
Pp1-87B 
forward,TAATACGACTCACTATAGGGAGATCGGAAATTAAAGATTTCGAGG; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGAAAGATCTTCTCGTCGACAATGG 
Pp1-87B 5'UTR 
forward, 
TAATACGACTCACTATAGGGAGACGGCAGTGTGGCAACATCAGCTAGAAGC ; 
reverse, 
TAATACGACTCACTATAGGGAGAGTTTGCGTGCGAAAGTGTGGATCTGG 
Pp1-87B 3'UTR 
forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGATATCACACAACTGCAGCACCACG; 
reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGACTTGCTCTATACTCTTAAGGCC 
CG10260 
Forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGAGGAGTATCCCAATCAGATTCCC ; 
reverse TAATACGACTCACTATAGGGAGAATCAGTATGGGCTTGCTGACC 
Slik 
forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGAACTTTGTCAAAAAGGGTAAGGC ; 
reverse TAATACGACTCACTATAGGGAGAACCTCACTTTCATCCAGTTTGC 
Cell lines and culture 
S2 Drosophila cells were cultured under standard conditions. We generated stable 
cell lines expressing MoeWT-GFP, MoeTA-GFP, MoeTD-GFP, FERMMoe-GFP, 
MoeKNGFP, GFP-Utrophin-CH, GFP-Tubby and Grp1-PH-GFP, in combination with 
Tubulin mCherry to identify mitotic stages. We used FACS sorting (FACSAria, BD) to 
select cell lines expressing moderate levels of the different GFP fusions. The distribution of 
Pp1- 87B-GFP, Skittles-GFP, Pten-GFP and Slik-GFP was analyzed following transient 
transfection (FuGENE HD, Roche) of the corresponding constructs. Cells stably expressing 
Moe-GFP or GFP-Tubby were transfected by the RC constructs 36 hours before rapamycin 
addition (final concentration 100nM). 
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dsRNA-mediated screenings 
Phosphatase subunits and phosphoinositide enzymes were identified by annotation 
of the fly genome, complemented by search for individual orthologs of mammalian 
counterparts. Production of dsRNA was described in (Carreno et al., 2008). dsRNA were 
synthesized using DNA templates from the Openbiosystem Drosophila dsRNA library. 
Each positive hit was confirmed by the use of at least one additional dsRNA, targeting an 
independent region of the gene of interest to avoid off-targets. 
Immunofluorescence and video microscopy 
Cells were cultured for 4 hours on glass coverslips, fixed in 4% formaldehyde (or 
10% TCA for P-Moesin) and processed for immunostaining (Carreno et al., 2008). We used 
anti P-Moesin (Carreno et al., 2008) at 1:100, anti α-tubulin coupled to FITC (Sigma 
F2168) at 1:50, TexasRed goat anti rabbit (Invitrogen) at 1:200. TexasRed phalloidin 
(Invitrogen) was used at 1:100 for F-actin staining. Fixed imaging was performed at room 
temperature using Vectashield (Vector laboratories) mounting medium, on a DeltaVision 
microscope using Softworx software (Applied Precision) equipped with a CoolSnap HQ2 
camera (Photometrics) at 1×1 binning and ×60 plan Apo (1.42 NA) objective. 
 
For live imaging, cell lines were cultivated in glass bottom plates and multi-channel 
images were acquired at 27°C with a DeltaVision microscope using Softworx software 
(Applied Precision) equipped with a CoolSnap HQ2 camera (Photometrics) at 2×2 binning 
and ×60 plan Apo (1.42 NA) objective or a Leica DMIRE 2 Wide field microscope using 
Metamorph software (Molecular Devices) equipped with a cool-snap HQ2 camera at 2×2 
binning and ×63 planApo (1.32 NA). Images were acquired every 15 or 7 minutes for broad 
analyses of cell division, and every 7 or 20 seconds for fast tracking of bleb dynamics. 
Images were analyzed using Metamorph, softWoRx Explorer and Image J packages. 
Images were deconvoluted using Scientific Volume Imaging or API SoftWoRx, and 
processed with Photoshop (Adobe). 
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Dosage of phosphoinositides 
S2 cells labeled with [32P] phosphate were processed for lipids extraction and 
separation by thin layer chromatography using CHCl3/ CH3COCH3/ CH3OH/ CH3COOH/ 
H2O (80/30/26/24/14, v/v) as a solvent. The TLC plate (silica gel 60 with concentrating 
zone (Merck)) had prior been treated with 1% potassium-oxalate in 2 mM EDTA/methanol 
(v/v) for 15 min and activated at 100°C for 1 h. Spots corresponding to PIP and PIP2 were 
visualized with a PhosphoImager scanner and identified by comparison with the migration 
of authentic standards, scraped off separately and deacylated by adding 1 ml of 
methylamine reagent composed of 26.8% (v/v) of 40% methylamine, 45.7% (v/v) 
methanol, 11.4% (v/v) n-butanol, and 16% (v/v) H2O to the silica powder. After incubation 
at 53°C for 50 min, the methylamine reagent was completely evaporated under a nitrogen 
stream at 37°C. The samples were resuspended in 1.2 ml H2O and separated by HPLC 
using a Whatman Partisphere 5 SAX column 4.6 mm × 125 mm with guard-cartridge anion 
exchanger units (Ref. 4641 0005, Whatman) and a gradient of 1 M (NH4)2HPO4 pH 3.8 
and bi-distilled water as described (Payrastre, 2004). 
SDS Page and P-Moe Western Blotting 
For each condition (controls, dsRNA or Calyculin A (50 nM) treated cells), 1x106 
cells were washed with 1mL of PBS NaF/ Na3VO4/ β-glycerophosphate 
(50Mm/1Mm/40mM). After centrifugation (5 min at 4°C), pellets were resuspended in 
100μL of Laemli buffer at 95°C supplemented with anti-phosphatases and anti-protease 
cocktail (Roche). Membranes were blocked with TBS Tween/ BSA/ NaF/ Na3VO4/ β-
glycerophosphate (0,1%, 2%/50mM/5mM/40mM) then incubated with antibody against 
Moe (1:25000) or P-Moe (1:200). 
Flow cytometry 
Cells were fixed for 4 hours using ethanol 75% and permeabilized by 0,02% 
Saponin. Cells were labeled using anti P-Moe (1:100), anti Phospho-Histone H3 (Ser10) 
647 conjugate (Cell Signalling, 1:100) and AlexaFluor 488 goat anti-rabbit (Invitrogen, 
1:1000) antibodies. Cells were then analyzed by FACS (LSR II).  
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Figure legends 
Figure 1: Control of Moe activation contributes to cell elongation and cytokinesis. 
A. Time-lapse of Moe distribution throughout the cell cycle, observed in a stable S2 cell 
line co-expressing Moe-GFP (white) and αTubulin-mCherry (not shown). B. Dynamics of 
Moe-GFP during anaphase cell elongation. Upper panels show a single focal plane of Moe-
GFP and lower panels maximum projections of Moe-GFP (green) and αTubulinmCherry 
(red). C. Quantification of the equatorial enrichment of Moe-GFP (green) during anaphase 
elongation (blue), measured as the ratio between cell length along the spindle versus the 
equator. D. Dynamics of Moe-TD-GFP as observed in living cells, upon depletion of 
endogenous Moe. Moe-TD-GFP remained associated with the polar cortex in anaphase 
(arrowheads) and caused binucleation (stars point to nuclei). E. Distribution of the maximal 
elongation of individual Moe-GFP or Moe-TD-GFP cells (cell length in anaphase B / cell 
length in metaphase). Black dots represent cells that successfully passed through division, 
red dots indicate cytokinesis failure. F. F-actin (red) distribution in cells expressing Moe-
GFP or Moe-GFP-TD (green), upon depletion of endogenous Moe. The right most panels 
show maximum projection. Polar enrichment of Moe (G) and F-actin (H) in cells 
expressing Moe-GFP or Moe-TD-GFP in the absence of endogenous Moe. Bars, 10 μm. 
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Figure 2: Moesin controls polar relaxation and retraction of short-lived blebs. 
A. Rapid time-lapse imaging of a cell line co-expressing Moe-GFP and α-Tub-mCherry in 
control condition (top) and following Slik depletion (bottom). The merge image shows 
maximum projection and close-ups single focal planes from the boxed region; Moe-GFP is 
in black. Arrowhead shows an apparent cortical rupture at the site of bleb formation and 
arrows point to unregulated blebs B. Individual blebs were plotted according to their 
maximal length in controls cells, and following Slik or Moe dsRNA depletion. Bars 
represent mean values for each condition. C. Rapid time-lapse imaging of a GFP Utrophin-
CH (F-actin probe, green) and α-Tubulin-mCherry (red) cell line in control conditions (top 
panel) and following Moe or Slik depletion. Close-ups correspond to the framed region and 
show the GFP signal in black. Arrowheads show cortical actin rupture and F-actin defective 
recruitment to the bleb membrane. Bars, 10 μm.  
 
Figure 3: The Pp1-87B phosphatase down regulates Moesin activation. 
A. Protein extracts from S2 cells treated with Calyculin A, or dsRNAs targeting Slik and 
the catalytic subunits of each Drosophila Pp1 & Pp2A phosphatases, were analyzed by 
western blotting using antibodies against Moe (lower panel) or specific for T559- 
phosphorylated Moe (P-Moe, upper panels). The same blot is shown at two different 
expositions for P-Moe. B. Immunodetection of P-Moe in control S2 cells, or following 
depletion of Slik or Pp1-87B. C. Dynamics of Moe-GFP during the cell cycle, following 
depletion of Pp1-87B. Arrowheads show persistence of the association of Moe-GFP with 
the polar cortex. D. Distribution of GFP-Pp1-87B (top) and Slik-GFP (bottom). Division 
stages were identified with α-tubulin-mCherry (not shown). Bars, 10 μm. 
 
Figure 4: PI(4,5)P2 regulates Moe distribution during mitosis. 
Time-lapse frames of cells stably expressing the N-terminal FERM domain of Moe fused to 
GFP (top), or a full length mutant form of Moe (MoeKN-GFP, bottom) in which point 
mutations in the FERM domain abolish binding to PI(4,5)P2 (Roch et al., 2010). B. 
Dynamics of GFP-Tubby, a PI(4,5)P2 probe in a living S2 cell undergoing mitosis. C. 
Quantification of the equatorial enrichment of GFP-tubby (green) and of anaphase cell 
elongation (blue). D. Schematic representation of rapamycin-induced dephosphorylation of 
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PI(4,5)P2. Protein domains expressed from RC constructs heterodimerize upon rapamycin 
addition causing dephosphorylation of PI(4,5)P2 at the plasma membrane (Varnai et al., 
2006). E. Cell lines stably expressing GFP-Tubby, Moe-GFP, or Moe-TDGFP were 
transfected (+RC) or not (-RC) by Rapamycin Constructs. Living interphase or metaphase 
cells were imaged just before and after rapamycin addition. F. Rapamycin-treated Moe-
GFP cells in telophase, expressing (+RC) or not (-RC) RC constructs. Bars, 10 μm. 
 
Figure 5: Depletion of Skittles and Pten destabilizes the mitotic cortex. 
A. Schematic representation of Phosphoinositide pathways. Each of 31 enzymes was 
individually inactivated by dsRNA and its influence on cortical stability was analyzed by 
time lapse imaging of α-Tubulin-GFP cells undergoing mitosis (n>100 cells per condition). 
B. The graph plots percentage of cells with mitotic blebbing, in control condition and 
following inhibition of CG10260, Pten or Skittles. C. Cellular levels of PI(4,5)P2 in 
controls and in cells following depletion of CG10260, Pten or Skittles, as measured by 
biochemical assays. An arbitrary value of 1 was attributed to levels observed in wild-type 
cells. D. Influence of Pten and Skittles on PI(4,5)P2 levels at the cortex of S2-cells. Pictures 
show GFP-Tubby cells in control conditions and following Pten or Skittles depletion. The 
graph plots the percentage of cells showing membrane association of Tubby-GFP in each 
condition. 
 
Figure 6: Localized activity of Skittles and Pten controls sites of PI(4,5)P2 production 
and Moe activation. 
A. Dynamic of Pten-GFP distribution during mitosis (upper panels). A stable cell line that 
expresses Grp1-PH-GFP was used to probe PI(3,4,5)P3 distribution during mitosis in 
control conditions, or following Pten depletion. B. Time lapse frames of a Skittles- GFP 
cell progressing through mitosis (top panel). Bottom panels show a living cell stably 
expressing GFP-Tubby following Skittles depletion. C. FACS analysis showing the 
distribution P-Moe intensity in mitosis (assessed by HistoneH3 phosphorylation) of control 
and Pten- or Skittles-depleted cells. D. Distribution of Moe-GFP following Skittles 
depletion. E. Rapid time lapse imaging of a GFP-Utrophin-CH (green) and α-
TubulinmCherry (red) following depletion of Skittles, maximum projection. Close-ups 
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(focal planes) correspond to the framed region and show GFP signal in black. Arrowheads 
Show cortical rupture and defects of F-Actin recruitment at the bleb rim; arrows show 
unregulated mitotic blebs. Bars, 10 μm. 
 
Figure 7: Model of the spatio-temporal regulation of Moe activity throughout the 
successive steps of the cell cycle. 
The cell cortex that comprises the plasma membrane and the underlying cytoskeleton, 
works as a single functional unit to control cell morphology. A. Two pathways temporally 
and spatially control coupling of actin filaments to the plasma membrane through the 
regulation of Moe activity. B. Redistribution of the Pp1-87B phosphatase at mitosis entry is 
likely to promote a burst of Slik-dependent phosphorylation of Moe at early mitotic stages, 
then ensures Moe down regulation at the end of division and in interphase. The localized 
enrichment of Skittles and PTEN acts to increase PI(4,5)P2 levels at the anaphase equator, 
further promoting Moe recruitment at the equator and release at the polar cortex to allow 
cell elongation. The same players are involved in the transient recruitment and activation of 
Moe at the cortex of polar blebs, which is important for their efficient retraction. 
 
Figure S1: Moe activation controls anaphase relaxation. 
A. The lifetime of individual blebs were plotted according to their expanding (left) or 
retraction (right) phase, as visualized by time-lapse microscopy, in controls cells or 
following Slik dsRNA depletion. B. Rapid time-lapse imaging of a sqh-GFP cell line in 
control conditions (top panel) and following Slik depletion. Close-ups correspond to the 
framed region and show the GFP signal in black. Bars, 10 μm. 
 
Figure S2: Pp1-87B regulates mitotic Moe activation. 
A. Quantification of P-Moe signal observed in control S2 cells (blue), or following 
depletion of Pp1-87B (red) or Slik (green), in interphase and metaphase (n=23). B. The 
graph plots the percentage of cells showing Moe-GFP signal at the polar cortex at different 
times after furrow ingression (n=40). C. Protein extracts from S2 cells treated by the 
indicated dsRNAs and transiently transfected or not with GFP-Pp1- 87B (not targeted by 
the Pp1-87B 5’UTR or 3’UTR) were analyzed by western blotting using antibodies against 
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Moe (middle panel), T559-phosphorylated Moe (PMoe, upper panel) or GFP (lower panel). 
D. Localization of GFP-Pp1-87B (green) in dividing S2 cells undergoing metaphase (upper 
panels) or anaphase (lower panels), showing accumulation of Pp1-87 on the metaphase 
spindle (red) or on chromosomes (red), respectively. 
 
Figure S3: The non-phosphorylatable form of Moe is anisotropically distributed 
during anaphase elongation. 
A. Stable cell line expressing an unphosphorylatable Moesin (MoeTA-GFP) was fixed and 
labeled for DNA (blue). Anaphase cell displaying significant enrichment of 
unphosphorylatable Moe at the equator region. B. The graph plots the Pole/Equator ratio of 
Moe-TA-GFP signal for individual anaphase B cells, confirming preferential equatorial 
distribution.  
 
Figure S4: PI(4,5)P2 depletion in metaphase triggers Moe redistribution from the 
cortex to the cytoplasm. 
A. The graphs plot time course of the decay of cortex-associated GFP signal following 
rapamycin addition in cells stably expressing GFP-tubby without RC constructs or B. with 
RC constructs. C. shows the consequences of rapamycin addition on Moe-GFP distribution 
in RC expressing cells. 
 
Figure S5: A functional screen for enzymes implicated in phosphoinositide 
metabolism. 
The table reports each gene that has been depleted using dsRNA treatment in S2 cells, 
according to their predicted molecular function. Gene names include CG number and 
synonymous when available, as well as respective putative human orthologs. The primary 
screen was performed on a S2 cell line that stably expresses tubulin GFP, and the frequency 
of cortical deformations is represented with respect of observed cortical dynamics observed 
in control cells. For each candidate displaying highest perturbations, a second assay was 
performed using a stable Moe- GFP cell to analyze cortical dynamics, confirming the 
influence of Skittles, Pten and CG10260. Accordingly, biochemical dosage of PI(4,5)P2 
reveal significant decrease in intracellular pools of this phosphoinositide following 
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individual depletion of these three genes. In addition, depletion of mtm and CG3573 further 
impinge on cell division leading to high proportion of bi/multi-nucleated cells. 
 
Video 1. Localization of Moesin-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing control S2 
cells as shown in Fig. 1B. 
Dividing stable cell line expressing Moesin-GFP (white, left panel; green right panel) and 
α-Tubulin-mCherry (red, right panel). Images were analyzed by time lapse microscopy 
using a DeltaVision microscope and deconvolved using Softworx software. Frames 
(Maximum projections) were collected every 1 min. Time compression is 300. 
 
Video 2. Localization of Moesin-GFP in dividing control S2 cells as shown in Fig. 2A. 
Dividing stable cell line expressing Moesin-GFP (black). Images were analyzed by time 
lapse microscopy using a DeltaVision microscope and deconvolved using Softworx 
software. Frames (focal plane) were collected every 7 seconds. Time compression is 112.5. 
 
Video 3. Localization of Moesin-GFP in dividing Slik depleted S2 cells as shown in 
Fig. 2A. 
Dividing Slik dsRNA depleted cell, stably expressing Moesin-GFP (white). Images were 
analyzed by time lapse microscopy using a DeltaVision microscope and deconvolved using 
Softworx software. Frames (maximum projections) were collected every 20 seconds. Time 
compression is 100. 
 
Video 4. Localization of Utrophin-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing control S2 
cells as shown in Fig. 2C. 
Dividing stable cell line expressing Utrophin-GFP (black, left panel; green right panel) and 
α-Tubulin-mCherry (red, right panel). Images were analyzed by time lapse microscopy 
using a DeltaVision microscope and deconvolved using Softworx software. Frames (focal 
planes) were collected every 2.5 seconds. Time compression is 37.5. 
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Video 5. Localization of Utrophin-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing Slik 
depleted S2 cells as shown in Fig. 2C. 
Dividing Slik dsRNA depleted cell stably expressing Utrophin-GFP (black, left panel; 
green right panel) and α-TubulinmCherry (red, right panel). Images were analyzed by time 
lapse microscopy using a DeltaVision microscope and deconvolved using Softworx 
software. Frames (focal planes) were collected every 2.5 seconds. Time compression is 
37.5. 
 
Video 6. Tubby-GFP and Rapamycin Constructs (RC)-mRFP in interphase S2 cells as 
shown in Fig. 4E. 
Interphase GFP-tubby (white, left panel; green, right panel) stable cell line transiently 
expressing the Rapamycin constructs (red, right panel). Rapamycin was added after 1 min. 
Images were analyzed by time lapse microscopy using a DeltaVision microscope. Frames 
(focal planes) were collected every 15 seconds. Time compression is 75. 
 
Video 7. Moesin-GFP and Rapamycin Constructs (RC)-mRFP in metaphase S2 cells 
as shown in Fig. 4E. 
Dividing Moe-GFP (white) stable cell line transiently expressing the Rapamycin constructs. 
Rapamycin was added after 1 min. Images were analyzed by time lapse microscopy using a 
DeltaVision microscope. Frames (focal planes) were collected every 10 seconds. Time 
compression is 50. 
 
Video 8. Moe-GFP and Rapamycin Constructs (RC)-mRFP (not shown) in dividing S2 
cells as shown in Fig. 4F. 
Dividing Moe-GFP (white) stable cell line transiently expressing the Rapamycin constructs 
treated with rapamycin. Images were analyzed by time lapse microscopy using a 
DeltaVision microscope and deconvolved using Softworx software. Frames (focal planes) 
were collected every 10 seconds. Time compression is 90. 
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Video 9. Moesin-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing Skittles depleted S2 cells as 
shown in Fig. 6D. 
Dividing Skittles dsRNA depleted cell stably expressing Moe-GFP (white, left panel; green 
right panel) and α-Tubulin-mCherry (red, right panel). Images were analyzed by time lapse 
microscopy using a DeltaVision microscope. Frames (focal planes) were collected every 7 
minutes. Time compression is 1260. 
 
Video 10. Utrophin-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing Skittles depleted S2 cells 
as shown in Fig. 2C. 
Dividing Skittles dsRNA depleted cell stably expressing Utrophin-GFP (black, left panel; 
green right panel) and α-Tubulin-mCherry (red, right panel). Images were analyzed by time 
lapse microscopy using a DeltaVision microscope. Frames (focal planes) were collected 
every 7.5 seconds. Time compression is 37.5. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 Fig1. Control of Moe activation contributes to cell elongation and cytokinesis. 
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Fig.2. Moe controls polar relaxation and retraction of short-lived blebs. 
Fig.3. The Pp1-87B phosphatase down-regulates Moe activation. 
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Fig. 4. PI(4,5)P2 regulates Moe distribution during mitosis. 
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Fig. 5. Depletion of Skittles and Pten destabilizes the mitotic cortex. 
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Fig.6. Localized activity of Skittles and Pten controls sites of PI(4,5)P2 production and Moe activation. 
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Fig. 7. Model of the spatiotemporal regulation of Moe activity throughout the successive steps of 
the cell cycle. 
Supplemental Figure S1 
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2.3. Discussion 
Le processus mitotique est caractérisé par un intense remodelage du cortex 
cellulaire, conduisant à une succession de modifications morphologiques. Comment ces 
transformations de forme cellulaire sont spatialement et temporellement régulées durant le 
cycle cellulaire et plus particulièrement en mitose ? Plusieurs études ont précédemment mis 
en évidence que la dMoésine est requise pour la stabilité corticale [47], [63], sans que les 
mécanismes à l’origine de sa régulation soient pleinement identifiés. Nous avons donc 
cherché à identifier de nouveaux régulateurs de la dMoésine dans le processus de division 
cellulaire, et à mieux comprendre en quoi l’anisotropie de distribution de la dMoésine est 
importante pour le remodelage du cortex cellulaire. Dans cette étude, nous identifions deux 
réseaux de signalisation qui agissent de façon complémentaire pour réguler l’activation de 
la dMoésine à la fois temporellement et spatialement. 
 
Nous trouvons premièrement que la balance entre l’activité kinase de Slik et 
l’activité phosphatase de Pp1-87B restreint l’activation de la dMoésine à la mitose. En plus 
de cette régulation temporelle, Slik et Pp1-87B participent également à la régulation 
spatiale de la dMoésine, en promouvant respectivement son enrichissement à l’équateur et 
son appauvrissement au cortex polaire. L’altération de cette régulation spatiale résulte en 
une instabilité corticale causée par une croissance incontrôlée des blebs lorsque la 
dMoésine n’est pas activée aux pôles, ou au contraire à une absence de division cellulaire 
associée à de la binucléation lorsque la dMoésine est suractivée aux régions polaires. Nous 
mettons également en évidence que le PI(4,5)P2 est nécessaire pour recruter la dMoésine au 
cortex cellulaire dès l’entrée en mitose, et constitue un régulateur clef de la dMoésine en 
contrôlant sa distribution dynamique tout au long de la division cellulaire. Enfin, nous 
identifions deux facteurs impliqués dans la distribution et l’activation de la dMoésine via 
une production localisée de PI(4,5)P2 : Skittles et Pten. En intégrant ces deux réseaux de 
signalisation, (i) Slik/Pp1-87B et (ii) Skittles/Pten/PI(4,5)P2, la dMoésine participe à la 
réorganisation dynamique du cortex cellulaire permettant le remodelage cortical des 
cellules mitotiques. 
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La balance entre l’activité kinase de Slik et l’activité phosphatase de Pp1-87B au 
cours du cycle cellulaire contrôle la régulation temporelle de la dMoésine. 
L’activation de la dMoésine est induite par une modification conformationnelle qui 
lui permet de lier simultanément l’Actine filamenteuse et le PI(4,5)P2 de la membrane 
plasmique, suivie d’une phosphorylation en C-terminal stabilisant la dMoésine dans cette 
conformation ouverte, active (cf. 422). Chez la drosophile, la phosphorylation en C-
terminal est dépendante de la kinase Slik, qui est nécessaire à l’activation de la dMoésine à 
l’entrée en mitose [127], [128]. Nos observations montrent que cette kinase est localisée au 
cortex cellulaire indépendamment du cycle cellulaire, en mitose comme en interphase. 
Cette observation, combinée au fait qu’un traitement des cellules à la calyculine A (un 
inhibiteur des phosphatases de la famille PP1 et PP2A) induit une augmentation du taux de 
dMoésine phosphorylée, suggère que la phosphorylation de la dMoésine est également 
régulée par au moins une phosphatase. Bien que l’implication d’une phosphatase dans la 
régulation de la dMoésine soit suggérée depuis 1996 [172], nous identifions pour la 
première fois la phosphatase Pp1-87B comme étant nécessaire à la déphosphorylation de la 
dMoésine dès la fin de la mitose et en interphase. 
 
Pour comprendre comment la balance entre l’activité kinase de Slik et l’activité 
phosphatase de Pp1-87B restreint l’activation de la dMoésine à la mitose, nous avons 
caractérisé la localisation de Pp1-87B dans des cellules mitotiques et interphasiques. Nos 
données montrent que contrairement à la kinase Slik, qui reste associée au cortex cellulaire 
durant tout le cycle, la localisation de Pp1-87B est extrêmement dynamique. Alors que 
Pp1- 87B est majoritairement cytoplasmique et légèrement enrichi au cortex en interphase, 
cette phosphatase est exclue du cytoplasme à proximité de la membrane plasmique à 
l’entrée en division et est progressivement délocalisée sur le fuseau mitotique. Pp1-87B se 
relocalise ensuite sur l’ADN puis à la membrane du pont intercellulaire. Nous supposons 
que la phosphorylation de la dMoésine en mitose est permise par la séquestration de Pp1-
87B sur des structures intracellulaires dont le fuseau mitotique et l’ADN. Des études 
supplémentaires seront nécessaires pour déterminer si Slik et Pp1-87B sont capables de 
respectivement phosphoryler et déphosphoryler la dMoésine directement, ou si des 
intermédiaires restent à identifier. 
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Le couple kinase / phosphatase Slik / Pp1-87B participe également à l’anisotropie de 
distribution de la dMoésine en anaphase et télophase. 
En plus de contrôler l’activation de la dMoésine à la transition interphase – mitose, 
la kinase Slik et la phosphatase Pp1-87B participent aussi à la distribution anisotropique de 
la dMoésine à la transition métaphase – anaphase. Plus précisément, nos données montrent 
que lorsque le cortex devient différentiellement contracté aux régions équatoriales et aux 
régions polaires en début d’anaphase, la localisation de Slik à l’équateur accentue 
l’enrichissement de la dMoésine à la membrane plasmique équatoriale. Au contraire, la 
localisation de Pp1-87B près des régions polaires en anaphase participe à l’inactivation de 
la dMoésine aux pôles, probablement en raison de modifications conformationnelles 
successives de la dMoésine, qui cycle entre une forme fermée cytoplasmique et une forme 
ouverte instable car non phosphorylée. Pp1-87B étant une sous-unité catalytique, il serait 
intéressant d’identifier la ou les sous-unité(s) régulatrice(s) permettant de moduler (i) son 
activité phosphatase et/ou (ii) sa localisation dynamique à chaque phase mitotique et/ou (iii) 
sa spécificité/affinité envers la dMoésine. Pp1-87B étant connu par ailleurs pour réguler la 
condensation des chromosomes et la formation du fuseau mitotique [173], [174], l’étude 
plus approfondie de cette phosphatase pourrait permettre de mieux comprendre comment la 
morphogénèse cellulaire des cellules mitotiques par le remodelage cortical est synchronisée 
à la ségrégation des chromosomes. Cependant, même si le couple Slik / Pp1-87B est 
essentiel pour contrôler la localisation de la dMoésine, préférentiellement corticale en 
mitose et cytoplasmique en interphase, nos données démontrent également que durant la 
mitose un mécanisme supplémentaire phosphorylation-indépendant est nécessaire pour 
réguler spatialement la dMoésine : la liaison au PI(4,5)P2. 
En produisant localement du PI(4,5)P2, Skittles et Pten régulent spatialement 
l’activation de la dMoésine et participent au maintien de la stabilité corticale. 
Il est communément admis que l’Actine corticale est réorganisée à l’entrée en 
division pour promouvoir l’arrondissement cellulaire (cf. 3131), puis est progressivement 
délocalisée des régions polaires vers l’équateur pour permettre simultanément la relaxation 
polaire et la contraction équatoriale (cf. 33). Sous forme phosphorylée, c'est-à-dire en 
mitose, la dMoésine a la particularité de lier de façon relativement stable l’Actine 
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filamenteuse (cf. 422). La distribution dynamique de la dMoésine de la prophase à la 
télophase pourrait donc potentiellement être dépendante de la réorganisation et/ou de la 
relocalisation de l’Actine filamenteuse des pôles vers l’équateur. Par ailleurs, la dMoésine 
est également capable de lier directement le PI(4,5)P2, qui comme l’Actine présente la 
même dynamique de localisation que la dMoésine à savoir un enrichissement à l’équateur 
en anaphase et au sillon de clivage en télophase. Le PI(4,5)P2 pourrait donc lui aussi être 
responsable de la distribution de la dMoésine, au même titre que l’Actine filamenteuse. 
 
Afin de déterminer si la régulation spatiale de la dMoésine est contrôlée par l’Actine 
ou le PI(4,5)P2, nous avons dans un premier temps évalué l’importance du PI(4,5)P2 dans 
la localisation corticale de la dMoésine. Nos données montrent que durant la mitose, la 
liaison de la dMoésine au PI(4,5)P2 par son domaine Ferm est indispensable à sa 
localisation corticale et à sa relocalisation équatoriale à la transition métaphase-anaphase. 
En effet, l’abolition de l’interaction entre la dMoésine et le PI(4,5)P2, par des mutations du 
domaine Ferm rendant impossible la liaison au PI(4,5)P2 [3] (cf. article 1 page 59), conduit 
à une relocalisation cytoplasmique de la dMoésine. Le même résultat est observé lorsque le 
taux de PI(4,5)P2 à la membrane plasmique est réduit. De plus, une forme 
phosphomimétique de la dMoésine donc capable de lier l’Actine filamenteuse, et mutée 
pour le domaine Ferm donc incapable de lier le PI(4,5)P2, demeure cytoplasmique à 
l’entrée en division (donnée non montrée) suggérant que la liaison à l’Actine corticale n’est 
pas suffisante pour recruter la dMoésine au cortex à l’entrée en mitose. Au contraire, le 
domaine Ferm seul, qui lie le PI(4,5)P2, s’associe uniformément avec la membrane 
plasmique en prophase et métaphase puis se délocalise progressivement des régions 
polaires vers l’équateur en anaphase et télophase, suggérant que l’enrichissement du 
PI(4,5)P2 à la transition métaphase – anaphase est suffisant pour relocaliser la dMoésine 
des pôles vers l’équateur. Sans pouvoir exclure un rôle de l’Actine filamenteuse dans la 
localisation de la dMoésine, nos données démontrent que la liaison de la dMoésine à 
l’Actine corticale n’est pas suffisante pour localiser la dMoésine au cortex en mitose 
contrairement à sa liaison au PI(4,5)P2. 
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Afin de comprendre plus en profondeur comment l’activation et la distribution de la 
dMoésine sont contrôlées en mitose et plus particulièrement à la transition métaphase – 
anaphase, nous avons cherché à savoir comment le taux et la distribution du PI(4,5)P2 sont 
régulés en mitose. Par des expériences de microscopie et de biochimie, trois enzymes 
impliquées dans la production du PI(4,5)P2 se sont révélés être nécessaires à la stabilité 
corticale des cellules mitotiques : CG10260, Skittles et Pten. Ces deux dernières sont les 
enzymes majeures de production du PI(4,5)P2, et ont une dynamique de localisation 
similaire à celle du PI(4,5)P2. En effet, celles-ci présentent une distribution uniforme en 
prophase et métaphase suivie d’une relocalisation progressive et partielle des régions 
polaires vers l’équateur en anaphase et télophase. Ayant préalablement démontré (i) que 
l’activation et la localisation membranaire de la dMoésine sont indispensables à la stabilité 
corticale des cellules mitotiques, (ii) que ce recrutement membranaire est induit par une 
liaison au PI(4,5)P2 et (iii) que Skittles et Pten sont les deux enzymes majeures de 
production du PI(4,5)P2, nous pensons que l’instabilité corticale observée suite à 
l’inhibition de chacune de ces deux enzymes est liée à un défaut d’activation et/ou de 
recrutement de la dMoésine. Cette hypothèse est confirmée par un taux de dMoésine 
phosphorylée réduit et un recrutement membranaire diminué lorsque Pten ou Skitles n’est 
plus exprimée. Skittles et Pten participent donc à la stabilité corticale des cellules 
mitotiques via une production localisée de PI(4,5)P2, impliquée simultanément dans 
l’activation et la distribution de la dMoésine. Par quel(s) mécanisme(s) Pten s’enrichit à 
l’équateur en anaphase et au sillon de clivage en télophase ? La distribution de Pten en 
mitose a précédemment été observée chez D.discoideum, révélant une accumulation à 
l’équateur en anaphase et télophase [175]. Chez la drosophile, Pten présente la même 
dynamique de localisation, suggérant des mécanismes de régulation conservés au cours de 
l’évolution. Il semblerait que la localisation membranaire de Pten soit en partie dépendante 
d’une liaison au PI(4,5)P2 via son domaine PH [176]. En effet, une déphosphorylation 
rapide du PI(4,5)P2 se traduit par une relocalisation cytoplasmique de Pten (résultat non 
montré). Ces observations suggèrent l’existence d’une boucle de régulation, 
l’enrichissement du PI(4,5)P2 à la membrane plasmique équatoriale favorisant le 
recrutement de Pten préférentiellement à l’équateur, amplifiant ainsi l’enrichissement du 
PI(4,5)P2 par une déphosphorylation du PI(3,4,5)P3 particulièrement au cortex équatorial. 
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Par ailleurs, une autre étude effectuée sur des cellules humaines (leucocytes et cellules de 
rein) met en évidence que Pten constitue une cible de la Rho-kinase [177]. Il serait 
intéressant d’élucider plus en détail la contribution de ces différents mécanismes dans la 
localisation et l’activation de Pten spécifiquement dans les cellules mitotiques. 
 
De la même façon, des expériences supplémentaires devraient être menées pour 
identifier les mécanismes régulant la distribution de Skittles, qui ne semble pas être 
dépendante du PI(4,5)P2 dans les cellules de drosophile. En effet, la déphosphorylation 
rapide du PI(4,5)P2 n’altère en rien la localisation corticale de Skittles (résultat non 
montré). Plusieurs études démontrent que la localisation et l’activation des PI4P 5-kinases 
(orthologues de Skittles) peuvent être dépendantes de la GTPase Rho et de la Rho-kinase 
[178], [179], [180] [181], connues pour être préférentiellement activées à l’équateur en 
anaphase. Ces données, combinées à nos observations, conduisent à un modèle selon lequel 
à la transition métaphase – anaphase le transport de la RhoGEF Pebble par des kinésines 
sur les microtubules astraux qui contactent le cortex à l’équateur favorise l’activation de la 
GTPase Rho1 préférentiellement au cortex équatorial (cf. 3312). Rho pourrait ensuite 
recruter et/ou activer Skittles (et/ou Pten ?) préférentiellement à l’équateur, dont le domaine 
kinase permet la phosphorylation du PI4P en PI(4,5)P2. Des études supplémentaires 
devront être effectuées pour déterminer le rôle précis des GTPases de la famille Rho et/ou 
d’autres molécules de signalisation dans la distribution de Skittles en mitose et plus 
particulièrement à la transition métaphase – anaphase. Si les localisations de Skittles et de 
Pten dépendent effectivement de la GTPase Rho, cela suggèrerait que l’enrichissement du 
PI(4,5)P2 à la membrane plasmique équatoriale (et donc de toutes les protéines de la 
machinerie du sillon régulées par le PI(4,5)P2 dont la dMoésine) est déterminé au moins en 
partie par le fuseau mitotique. 
L’activation de la dMoésine à l’entrée en mitose participe à l’arrondissement 
cellulaire et au maintien de la stabilité corticale. 
Au sein des tissus, in vivo, la morphologie des cellules peut être très variable. Or 
une morphologie irrégulière des cellules mitotiques pourraient conduire à une hétérogénéité 
des signaux entre microtubules et cortex, à l’origine d’une mauvaise orientation du fuseau 
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mitotique (cf.312). L’arrondissement des cellules à l’entrée en division semble donc 
critique au bon déroulement de la division, en permettant peut-être au fuseau mitotique 
d’avoir suffisamment d’espace pour se positionner correctement dans une architecture 
cellulaire invariable (sphérique) quelque soit le type de cellule en division. De nombreuses 
études ont démontré que la réorganisation du cytosquelette d’Actine à l’entrée en division 
est à l’origine de l’arrondissement cellulaire (cf. 3131). Par ailleurs, nos travaux ainsi que 
des études précédentes mettent en évidence que l’activation de la dMoésine est absolument 
nécessaire pour permettre aux cellules d’acquérir une forme sphérique et un cortex 
contractile à l’entrée en division [63] [47], sans que les mécanismes moléculaires impliqués 
soient pour autant identifiés. Des mesures faites avec un microscope à force atomique 
indiquent que l’augmentation de la rigidité corticale à l’entrée en mitose est défectueuse 
dans les cellules déplétées en dMoésine [47]. Ce phénotype est reversé par l’expression de 
la forme phosphomimétique de la dMoésine, mais pas par l’expression de la forme non 
phosphorylable. L’inhibition de Slik, qui phosphoryle la dMoésine, résulte dans le même 
phénotype, suggérant que la forme active de la dMoésine, phosphorylée, est essentielle à 
l’augmentation de la rigidité corticale en mitose [47] [63]. Comment l’activation de la 
dMoésine induit-elle un arrondissement cellulaire et une augmentation de la rigidité 
corticale ? Plusieurs hypothèses non exclusives permettent d’expliquer ces observations. 
 
Premièrement, sous forme active, la dMoésine pourrait promouvoir de façon directe 
la rigidité corticale et l’arrondissement cellulaire en réorganisant l’association de l’Actine 
filamenteuse à la membrane plasmique. En effet, des études en microscopie électronique 
montrent qu’à l’entrée en division les filaments d’Actine sont orientés parallèlement à la 
membrane plasmique. L’activation de la dMoésine en début de mitose pourrait provoquer 
l’alignement des microfilaments d’Actine parallèlement à la membrane, permettant la mise 
en place d’un réseau cortical aux propriétés physiques modifiées, éventuellement plus 
rigide. Dans le cadre de notre étude, des projections en trois dimensions obtenues sur des 
cellules mitotiques marquées pour l’Actine filamenteuse et exprimant des formes sauvage 
ou phosphomimétique de la dMoésine-GFP montrent que la dMoésine n’est pas 
uniformément répartie au cortex contrairement à ce que l’on pourrait croire en observant 
des plans focaux, mais forme des structures filamenteuses qui colocalisent avec les 
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filaments d’Actine (résultat  non montré). Ayant par ailleurs montré que ces filaments 
d’Actine corticaux ne sont pas suffisants pour recruter la dMoésine à l’entrée en division, il 
se pourrait que ce soit la distribution « filamenteuse » de la dMoésine qui participe à 
l’organisation de l’Actine corticale. Dans un premier temps, il pourrait donc être intéressant 
d’observer si en prophase également la distribution de la dMoésine conduit à ces structures 
filamenteuses, et si celles-ci colocalisent avec les filaments d’Actine. Afin de déterminer si 
l’activation de la dMoésine suffit à réorganiser l’Actine corticale à l’entrée en division, il 
serait intéressant de comparer différents paramètres tels que l’orientation, la longueur ou 
encore la densité des filaments d’Actine (i) dans des cellules en interphase et en prophase 
exprimant la forme sauvage de la dMoésine, (ii) dans des cellules en interphase et en 
prophase exprimant la forme non phosphorylable (inactivable) de la dMoésine, et (iii) dans 
des cellules interphasiques exprimant la forme phosphomimétique (constitutivement active) 
de la dMoésine. 
 
Deuxièmement, de par sa faculté à lier simultanément le PI(4,5)P2 de la membrane 
plasmique et l’Actine filamenteuse, l’activation de la dMoésine pourrait promouvoir la 
rigidité corticale et l’arrondissement cellulaire par une augmentation de l’adhérence entre le 
cytosquelette d’Actine et la membrane plasmique qui sont les deux constituants 
majoritaires du cortex. 
 
Troisièmement, la petite GTPase Rho1 (RhoA chez les mammifères) est également 
connue pour être impliquée dans les modifications morphologiques des cellules à l’entrée 
en mitose ainsi que dans la contractilité du cortex, de par sa capacité à réorganiser le 
cytosquelette d’Actine (cf. 3132). Or il a été montré que le domaine N-terminal de la 
Radixine (une des trois ERMs exprimées chez les mammifères) est capable d’interagir avec 
la Rho-GEF Dbl ainsi qu’avec une Rho-GDI, et que la liaison de ce domaine à la Rho-GDI 
a pour conséquence de libérer la Rho-GEF Dbl [182]. En séquestrant un inhibiteur de Rho, 
la Rho-GDI, et en libérant un activateur de Rho, Dbl, les ERMs dont la dMoésine 
pourraient également participer à la morphogénèse mitotique et réguler la contractilité 
corticale en favorisant l’activation de la GTPase Rho sur l’ensemble du cortex en début de 
division. Il serait intéressant de savoir si l’expression d’une forme phosphomimétique de la 
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dMoésine dans des cellules interphasiques se traduit par une activation ectopique de la 
GTPase Rho. Si tel n’est pas le cas, l’activation de la dMoésine pourrait suffire à 
l’arrondissement cellulaire et à l’augmentation de la rigidité corticale par une 
réorganisation de l’Actine indépendamment de la GTPase Rho, expliquant éventuellement 
pourquoi Rho ne semble pas essentielle à l’arrondissement de certains types cellulaires à 
l’entrée en mitose. 
L’anisotropie de distribution de la dMoésine (équateur versus pôles) permet un 
différentiel de plasticité corticale nécessaire à l’élongation cellulaire en anaphase. 
La relocalisation progressive de l’Actine des régions polaires vers l’équateur est 
indispensable à la contraction équatoriale et à la relaxation polaire (cf. 33), cette brisure de 
symétrie corticale étant essentielle à l’élongation des cellules en anaphase et à la division 
cellulaire. En effet, il semblerait que l’élongation permise par la relaxation des pôles soit 
importante pour dissiper l’excès de tension exercé par le cytoplasme sur la membrane 
plasmique, en raison de la contraction de l’anneau d’actomyosine à l’équateur [183]. Sans 
cette élongation, la pression intracellulaire, excessive, ne permettrait pas à l’anneau 
d’Actomyosine de se contracter totalement, conduisant à la régression de l’anneau et à la 
formation de cellules binucléées [183]. Notre étude montre que l’inactivation de la 
dMoésine aux pôles est requise pour permettre l’élongation cellulaire et l’intégrité du 
processus mitotique, la suractivation de la dMoésine aux pôles entrainant un défaut 
d’élongation associé à de la binucléation. Nous pensons que la suractivation de la dMoésine 
aux pôles conduit à une excessive rigidité du cortex polaire. Peu de données sont 
disponibles sur les mécanismes à l’origine de l’élongation cellulaire en anaphase, cependant 
une étude démontre que l’inhibition de la Rho-kinase conduit à un défaut d’élongation 
cellulaire induite Justement par une excessive rigidité corticale (cf. 32) [66]. En raison de 
ce cortex trop rigide et de l’absence d’élongation cellulaire, le fuseau mitotique ne peut 
s’allonger correctement et les deux lots de chromosomes se retrouvent plaqués contre la 
membrane plasmique. Il est intéressant de noter que la même observation est obtenue dans 
les cellules exprimant la forme phosphomimétique de la dMoésine (résultat non montré), 
suggérant que le défaut d’élongation cellulaire observé est le résultat d’un cortex polaire 
excessivement rigide plutôt que d’un défaut d’allongement du fuseau mitotique. Il serait 
  
132
intéressant de confirmer ces observations sur un nombre plus conséquent de cellules 
anaphasiques, et de tester si l’ajout de latrunculine en faible concentration pour « assouplir 
» préférentiellement le cortex polaire reverse (partiellement) le défaut d’élongation des 
cellules présentant une suractivation de la dMoésine aux pôles. 
 
Notre étude met également en évidence que la distribution anisotropique de la 
dMoésine en anaphase participe à la relocalisation progressive de l’Actine corticale des 
pôles vers l’équateur. En effet, la sur-association de la dMoésine à la membrane plasmique 
polaire se traduit par une excessive densité d’Actine filamenteuse aux pôles. Il serait 
particulièrement intéressant de déterminer si cet excès de filaments d’Actine est le résultat 
(i) d’une trop forte adhérence entre le cytosquelette d’Actine et la membrane plasmique 
bloquant l’éventuel flux d’Actine corticale des pôles vers l’équateur, ou (ii) d’une altération 
de la communication entre les microtubules du fuseau mitotique et le cortex. 
 
Premièrement, plusieurs études proposent que l’enrichissement de l’Actine à 
l’équateur en anaphase n’est pas uniquement dû à la synthèse de nouveaux filaments 
d’Actine à l’équateur, mais serait induit au moins en partie par un flux de filaments 
d’Actine déjà formés des pôles vers l’équateur (cf. 332) [184], [86], [98, 99], [185]. Si un 
tel flux existe dans les cellules de drosophile lors de l’anaphase, et si ce flux contribue de 
façon significative à l’enrichissement de l’Actine à l’équateur, alors la sur-activation de la 
dMoésine aux pôles pourrait bloquer ce flux à cause d’une adhérence trop forte entre la 
membrane plasmique polaire et le cytosquelette d’Actine. Il serait intéressant d’effectuer 
des expériences afin de déterminer la contribution respective de ces deux processus dans 
l’enrichissement de l’Actine à l’équateur dans les cellules S2, et d’identifier parmi ces 
processus lequel ou lesquels sont altéré(s) quand la dMoésine est suractivée aux pôles. En 
condition sauvage, si l’assemblage de nouveaux filaments d’Actine à l’équateur est le 
processus majoritaire alors l’injection d’Actine globulaire marquée à un fluorochrome juste 
avant la contraction équatoriale, c'est-à-dire durant l’anaphase A, devrait conduire à une 
forte concentration du fluorochrome à l’équateur. Au contraire, l’injection de phalloïdine 
couplée à un fluorochrome bien avant la contraction équatoriale, en métaphase par 
exemple, ne devrait pas conduire à un enrichissement du fluorochrome à l’équateur lors de 
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la formation de l’anneau d’Actomyosine. Si la relocalisation de filaments d’Actine 
préexistants est le processus majeur par lequel l’Actine s’enrichit à l’équateur, des résultats 
contraires sont attendus. Ces différentes hypothèses ne sont bien entendu pas exclusives. 
 
Deuxièmement, il est possible que la densité excessive des filaments d’Actine aux 
pôles ne soit pas induite par un blocage du flux cortical d’Actine, mais soit le fruit d’une 
communication dérégulée entre le fuseau mitotique et le cortex. En effet, la longueur des 
microtubules astraux semble dérégulée suite à l’inhibition de la dMoésine [63], et plusieurs 
études suggèrent que les ERMs peuvent moduler la stabilité des microtubules [186], [187]. 
Or la dynamique des microtubules est particulièrement importante pour signaler la 
contraction et/ou la relaxation du cortex en mitose (cf. 3313), et la contraction équatoriale 
chez la drosophile semble particulièrement dépendante des microtubules astraux (cf. 3312). 
Il se pourrait que l’excessive stabilité des microtubules astraux qui contactent le cortex 
polaire se traduise par la perte des signaux dits « négatifs », ou permette une activation 
ectopique de protéines favorisant la contractilité corticale telle que Rho. Il pourrait donc 
être judicieux d’observer la localisation de Pebble ou de Rho dans des cellules 
anaphasiques exprimant la forme phosphomimétique de la dMoésine, et d’évaluer si ces 
protéines sont bien concentrées dans une zone équatoriale restreinte ou anormalement 
localisées aux régions polaires. 
 
L’ensemble de ces expériences nous permettrait de mieux comprendre les 
mécanismes moléculaires par lesquels la distribution anisotropique de la dMoésine permet 
l’élongation cellulaire, un processus de remodelage cortical essentiel à la morphogénèse 
cellulaire des cellules mitotiques et à l’intégrité de la division cellulaire. 
 
Par ailleurs, en anaphase, la dMoésine est enrichie à la membrane plasmique 
équatoriale où le cortex est contracté, et au contraire est appauvrie des régions polaires où 
le cortex est moins contractile. La fonction la mieux connue de la dMoésine consistant à 
lier la membrane plasmique au cytosquelette sous-jacent, il serait intéressant d’évaluer si ce 
lien fonctionnel entre contractilité corticale et association membrane plasmique – 
cytosquelette d’actine se traduit au niveau moléculaire par une interaction directe entre 
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dMoésine et Myosine II. Bien qu’actuellement aucune étude ne mette en évidence une 
liaison entre la dMoésine et les chaînes légères ou lourdes de la Myosine II, ces protéines 
ont la caractéristique de présenter au moins un régulateur en commun, la phosphatase Pp1-
87B. La localisation de Pp1-87B sur l’ADN à proximité des régions polaires en anaphase 
pourrait donc participer à la relaxation corticale des pôles en favorisant (i) une diminution 
de la contractilité via l’inactivation de la chaîne légère de la Myosine II (par 
déphosphorylation de la Myosine Phosphatase, cible de Pp1-87B), et (ii) une diminution de 
l’association membrane – cytosquelette d’actine via l’inactivation partielle de la dMoésine 
(par déphosphorylation de la thréonine 559). 
 
De plus, le fait que Pp1-87B puisse inactiver simultanément la dMoésine et la 
Myosine II suggère que les défauts de division cellulaire observés suite à l’inhibition de 
Pp1- 87B, notamment le fort pourcentage de binucléation, peuvent au moins partiellement 
être induits par une suractivation de la Myosine II aux pôles des cellules anaphasiques. 
Pour discriminer les anomalies de division cellulaire inhérentes à la suractivation de la 
dMoésine de celles inhérentes à la dérégulation d’autres protéines dont la Myosine II, il 
aurait été judicieux d’inhiber Pp1-87B dans des cellules déplétées en dMoésine ou 
exprimant la forme non phosphorylable de la dMoésine, ou encore d’inhiber la kinase Slik 
en plus de Pp1-87B (même si la dMoésine ne constitue pas l’unique cible Slik). 
Les blebs : des protrusions furtives et transitoires potentiellement impliquées dans 
l’élongation cellulaire et le positionnement du fuseau mitotique. 
Similairement à l’étude de Prothero de 1968, qui démontre que l’activité maximale 
de blebbing se produit quand le sillon est à demi contracté [102], nous observons dans les 
cellules S2 sauvages que durant la progression anaphasique, un ou deux blebs de petite 
taille apparaissent aux pôles quand le cortex se contracte à l’équateur. Malgré plusieurs 
études effectuées sur les blebs en interphase (cf. 333), nos connaissances sur les blebs 
mitotiques ont faiblement progressé. En effet, en raison de leur petite taille et surtout de 
leur rapide rétraction, les mécanismes physiques et moléculaires qui induisent la formation 
et la rétraction des blebs en mitose sont difficiles à analyser. Cette difficulté est renforcée 
par le fait que la fixation au paraformaldéhyde ne permet pas de conserver les blebs en 
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formation, seuls les blebs en rétraction riches en filaments d’Actine peuvent être visualisés. 
Or le temps de demi-vie des blebs en rétraction est extrêmement court. Grâce à l’évolution 
des microscopes et des techniques de microscopie, dont la mise au point de sondes 
permettant de suivre la dynamique de l’Actine filamenteuse en Live, nous pouvons 
désormais disséquer en détail les mécanismes de formation et de rétractation des blebs qui 
se produisent lors de l’anaphase. En faisant des acquisitions rapprochées, de l’ordre de 
toutes les six à sept secondes, nos données montrent que le recrutement transitoire de la 
dMoésine au cortex des blebs est essentiel à leur rétraction, en permettant un recrutement 
homogène des filaments d’Actine. La déplétion de la dMoésine ou de ses activateurs, Slik, 
Skittles ou Pten, conduit à un recrutement hétérogène de l’Actine au cortex des blebs, 
incompatible avec leur rétraction. 
 
Plus qu’une simple conséquence d’instabilité corticale, il semblerait que ces blebs 
aient un rôle fonctionnel lors de la division cellulaire. En effet, nos expériences de time-
lapse montrent qu’en condition sauvage, les blebs ne sont pas seulement rétractés mais en 
partie « englobés », « intégrés » par la cellule qui semble croitre aux pôles en partie grâce à 
ces blebs. Ces observations suggèrent que les blebs polaires facilitent l’élongation cellulaire 
en anaphase, en participant à la relaxation corticale des pôles dépourvus transitoirement 
d’actine filamenteuse. D’autre part, une étude récente effectuée par l’équipe de 
L.Wordeman confère aux blebs mitotiques un rôle clef dans le positionnement du fuseau 
mitotique [107]. Au vu de cette étude, il me semblerait particulièrement intéressant 
d’approfondir le rôle potentiel des blebs mitotiques dans le positionnement du fuseau, en 
comparant le centrage et la dynamique de celui-ci dans des cellules sauvages et des cellules 
déplétées en dMoésine, Slik, Skittles ou Pten qui présentent toutes (i) une croissance 
dérégulée des blebs polaires qui ne sont pas correctement rétractés et (ii) un décentrage du 
fuseau. 
L’activation de la dMoésine participe à l’orientation du fuseau mitotique. 
Plusieurs études effectuées in cellulo s’accordent sur le fait que l’activation de la 
dMoésine en mitose est importante pour l’orientation du fuseau mitotique. En effet, son 
inhibition par l’utilisation d’un dsRNA conduit fréquemment à des défauts d’orientation du 
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fuseau qui subit une rotation sur lui-même de la métaphase à l’anaphase, ainsi qu’à des 
défauts de positionnement caractérisés par un fuseau mitotique excentré [63] [47]. Nos 
données confirment cette observation et mettent en évidence un rôle supplémentaire du 
PI(4,5)P2 dans le processus mitotique, à travers le positionnement du fuseau. En effet, suite 
à l’inhibition de Skittles ou de Pten, nous observons similairement aux cellules déplétées en 
dMoésine un fuseau excentré, suggérant que la quantité de PI(4,5)P2 en mitose est 
particulièrement importante pour le positionnement du fuseau probablement via l’activation 
de la dMoésine (entre autres). Comment l’activation de la dMoésine participe à la 
localisation et à la stabilisation du fuseau mitotique ? Plusieurs mécanismes non exclusifs 
peuvent être impliqués dans ce processus, impliquant (i) un contrôle direct de la dMoésine 
sur le fuseau mitotique via une liaison aux microtubules, et/ou (ii) un effet indirect via une 
modification des propriétés physiques de l’Actine corticale (ou sub-corticale). 
 
(i) Les ERMs peuvent potentiellement contrôler directement la localisation du 
fuseau. Il est possible que la dMoésine puisse stabiliser l’ancrage des microtubules astraux 
au cortex en liant simultanément la membrane plasmique, les filaments d’Actine corticaux 
et les microtubules, participant ainsi à l’orientation et au centrage du fuseau mitotique. 
Cette hypothèse est soutenue par le fait que la Radixine est capable de se lier aux 
microtubules [188], [189], que l’Ezrine semble être une protéine associée aux microtubules 
dans différents types cellulaires [189], [190], et enfin que la dMoésine colocalise 
partiellement avec le fuseau mitotique [191]. D’autre part, plusieurs études suggèrent que 
l’Ezrine et la Moésine participent à la régulation de la dynamique des microtubules [186], 
[187]. L’activation de la dMoésine sauvage à l’entrée en division pourrait dont participer à 
l’orientation du fuseau mitotique, via ue modulation de l’instabilité dynamique des 
microtubules astraux ou de leur liaison avec le cortex. Bien que le(s) mécanisme(s) par 
lesquels la dMoésine stabilise les microtubules ne soient pas encore identifiés, nous 
pouvons imaginer que la fixation de la dMoésine aux microtubules puisse recruter des 
régulateurs de la dynamique microtubulaire (cf. 223), ou encore modifier la conformation 
de la Tubuline stabilisant la structure des microtubules (cf. 222) 
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(ii) Les ERMs peuvent potentiellement contrôler indirectement la localisation du 
fuseau. En plus de ces actions directes, il est également possible que la dMoésine contrôle 
l’orientation et la position du fuseau indirectement, via l’organisation de l’Actine corticale 
et non via une liaison aux microtubules. Pour savoir si les défauts de localisation et 
d’orientation du fuseau observés en absence de dMoésine sont induits par une altération de 
la rigidité corticale ou si la dMoésine joue un rôle direct sur le fuseau mitotique, l’équipe de 
B.Baum a restauré la rigidité corticale dans des cellules S2R+ déplétées en dMoésine par 
un traitement à la concanavaline A qui lie les glycoprotéines de la membrane plasmique 
[47]. Remarquablement, ce traitement réduit les défauts du fuseau, suggérant que le rôle 
primaire de la dMoésine en mitose est de réguler la rigidité corticale. Un cortex rigide et 
bien sphérique servirait au positionnement et à la stabilisation du fuseau via des interactions 
avec les microtubules astraux. 
 
Cette hypothèse est soutenue par une autre étude, récente, effectuée in vivo chez la 
souris [192]. Suite à l’inhibition du facteur de transcription Srf dans des cellules 
épidermiques, l’activation des protéines ERMs est défectueuse et ces cellules ne sont plus 
capables de s’arrondir correctement à l’entrée en division ni d’orienter correctement leur 
fuseau mitotique. Bien que d’autres protéines soient dérégulées suite à l’inhibition de Srf, 
leur modèle suggère que les défauts corticaux induits par l’activation défectueuse des 
protéines ERMs sont à l’origine de la mauvaise localisation des protéines LGN et NuMA. 
Or NuMA est capable de se lier directement aux microtubules [193], et participe au 
positionnement du fuseau mitotique en connectant les microtubules astraux au cortex des 
cellules via une interaction avec le complexe Dynéine/Dynactine [194], [195], [196], [33], 
[32]. La liaison de NuMA aux microtubules est par ailleurs régulée par la protéine LGN 
[197], connue également pour participer à l’orientation du fuseau mitotique [198]. Dans le 
cadre de notre étude, il serait intéressant de comparer la localisation des protéines Mud 
(l’orthologue de NuMA chez la drosophile [199]) et Pins (l’orthologue de LGN chez la 
drosophile [200]) dans les cellules en culture S2 sauvages et suite à l’inhibition de la 
dMoésine, de Slik, de Skittles ou encore de Pten. 
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L’orientation anormale du fuseau mitotique pourrait également être induite par une 
altération du cortex d’Actine lors du processus de dé-adhésion. En effet, lorsque les cellules 
entrent en division, l’arrondissement cortical n’est pas intégral, en raison de fibres de 
rétraction qui persistent et maintiennent une légère adhésion au substrat (cf. 312). Ces 
fibres de rétraction sont particulièrement importantes pour l’orientation du fuseau 
mitotique, en régulant localement la mise sous tension des microtubules astraux via une 
interaction entre l’Actine corticale et des protéines motrices ou avec des agrégats d’Actine 
sub-corticale (cf. 312). Or il a été précédemment montré que l’Ezrine, le plus proche 
orthologue de la dMoésine exprimée chez les mammifères, se localise sur l’ensemble du 
cortex et s’enrichit sur ces fibres de rétraction à l’entrée en mitose [52]. Par ailleurs, 
l’inhibition de la dMoésine induit également une réduction de la taille du fuseau mitotique 
[63], suggérant que les microtubules astraux sont sous tension et que les pôles du fuseau 
sont poussés vers le cortex dans des conditions normales. Ces tensions sur les microtubules 
peuvent induire un mouvement du fuseau seulement si le cortex est suffisamment rigide 
pour résister à la tension exercée aux extrémités des autres microtubules. En absence de 
dMoésine, il se pourrait que la taille réduite et le décentrage du fuseau soient induits par des 
tensions sur les microtubules insuffisantes ou irrégulièrement réparties en raison d’un 
cortex d’Actine aux propriétés physiques altérées incluant une dérégulation du nombre ou 
de la fonctionnalité des fibres de rétraction. L’instabilité du fuseau mitotique due à 
l’inactivation de la dMoésine pourrait donc être le fruit d’une fragilisation des connections 
entre microtubules astraux et Actine corticale (ou sub-corticale). 
La stabilisation différentielle de la dMoésine au cortex des blebs et à la membrane 
équatoriale pourrait participer à la modulation de la contractilité corticale, 
persistante à l’équateur et transitoire aux blebs polaires. 
Nous montrons que durant l’anaphase, l’anisotropie de distribution de la dMoésine, 
c'est-à-dire l’enrichissement à l’équateur et l’appauvrissement aux pôles, est essentielle 
pour permettre l’élongation cellulaire et la cytokinèse. Loin d’être un processus aussi 
simple, la dMoésine doit également être capable de s’associer transitoirement avec la 
membrane polaire pour maintenir la stabilité corticale. Dans le cas contraire, la 
réorganisation et/ou le recrutement des filaments d’Actine au cortex des blebs ne permet 
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pas leur rétraction. De plus, nous mettons en évidence que si le recrutement de la dMoésine 
au cortex équatorial et au cortex des blebs est dépendant de la liaison au PI(4,5)P2, la 
kinase Slik participe à l’enrichissement de la dMoésine à l’équateur sans pour autant être 
nécessaire, contrairement au cortex des blebs où Slik est indispensable pour stabiliser 
l’association de la dMoésine avec la membrane plasmique. Ce résultat suggère que les 
mécanismes de régulation de la dMoésine à l’équateur et au cortex des blebs sont 
légèrement différents. Nous pouvons supposer que l’enrichissement du PI(4,5)P2 à la 
membrane plasmique équatoriale fait de Slik un activateur qui améliore la localisation 
corticale de la dMoésine en stabilisant sa forme ouverte, sans pour autant être 
indispensable. Au contraire, l’absence d’enrichissement du PI(4,5)P2 à la membrane des 
blebs fait probablement de Slik un activateur essentiel pour maintenir l’association de la 
dMoésine avec le PI(4,5)P2, grâce à la stabilisation de sa conformation ouverte 
phosphorylation-dépendante. 
 
Un avantage de l’existence de ces deux processus de régulation de la dMoésine pour 
la cellule est peut-être la capacité à créer simultanément un cortex contractile de « longue 
durée » à l’équateur, et au contraire une réponse transitoire et furtive aux pôles. D’autre 
part, le PI(4,5)P2 peut moduler la dynamique de l’Actine de plusieurs façon en recrutant ou 
séquestrant de nombreux régulateurs de l’Actine (cf. 53). Pour cette raison, un 
enrichissement de PI(4,5)P2 au cortex des blebs afin de recruter la dMoésine pourrait 
altérer l’anisotropie de distribution de l’Actine en favorisant sa synthèse aux pôles en plus 
de l’équateur. A l’inverse, nous connaissons peu de substrats de Slik et l’inhibition de cette 
kinase conduit exactement aux mêmes phénotypes, qualitativement et quantitativement 
parlant, que l’inhibition de la dMoésine. Plutôt que d’enrichir le PI(4,5)P2 au cortex des 
blebs, le recrutement de la kinase Slik pourrait être un mécanisme de régulation plus 
spécifique de la dMoésine même si nous ne pouvons exclure un recrutement et/ou une 
phosphorylation d’autres cibles de Slik tel que Merlin. 
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En quoi la régulation temporelle de la dMoésine au cours du cycle cellulaire, c'est-
àdire son activation en mitose et son inactivation en interphase, est-elle importante 
pour réguler le remodelage cortical ? 
Alors que les cellules de drosophile S2 ont un cortex relativement souple en 
interphase, l’entrée en mitose est corrélée à l’acquisition d’une forme parfaitement 
sphérique associée à une augmentation de la rigidité corticale. L’expression d’une forme 
constitutivement active de la dMoésine dans des cellules non mitotiques est suffisante pour 
induire une rigidification corticale, comme le montrent les tensions mesurées par 
microscopie à force atomique [47]. Notre présente étude confirme que l’inactivation de la 
dMoésine en interphase est nécessaire pour permettre la relaxation corticale, et met de plus 
en évidence que cette inactivation dès la fin de la division est dépendante de la phosphatase 
Pp1-87B. Or bien que la contractilité et la forme sphérique du cortex soient des paramètres 
physiques importants à l’intégrité de la division cellulaire, en contrôlant notamment 
l’orientation du fuseau (cf. 312), il est probable que la relaxation corticale en interphase soit 
également nécessaire à de nombreux processus physiologiques nécessitant une modification 
morphologique des cellules. Plus précisément, la migration cellulaire nécessite un 
différentiel de plasticité corticale entre différentes zones de la cellule (trailing edge et 
leading edge), difficilement conciliable avec un cortex uniformément rigidifié ou contracté. 
Il est intéressant de noter que les ERMs ne sont pas uniformément associées au cortex dans 
les lymphocytes en migration mais restreintes au trailing edge [201], [202]. De même, la 
localisation restreinte des protéines ERMs au pôle apical des entérocytes et des cellules de 
l’oreille interne est importante pour la mise en place de structures polarisées riches en 
Actine filamenteuse telles que les microvillosités ou les stéréocils, qui sont critiques pour 
respectivement l’absorption intestinale et l’audition (cf. 43). Ce large spectre d’action des 
protéines ERMs dans la polarité corticale pourrait expliquer pourquoi l’inhibition des trois 
ERMs chez les mammifères ou de l’unique représentant chez la drosophile ou C.elegans 
n’est pas compatible avec la survie des organismes. En conclusion, il semblerait que la 
dMoésine et les protéines ERMs en général soient des facteurs clefs du remodelage cortical, 
pas seulement dans le cadre de la division mais dans de nombreux processus nécessitant des 
modifications morphologiques ou la mise en place d’une polarité cellulaire. Une meilleure 
caractérisation des mécanismes régulatoires et de la fonctionnalité des ERMs en mitose 
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pourrait avoir des retombées intéressantes sur la compréhension de leur implication dans la 
morphogénèse cellulaire en général, et mettre en avant l’importance de leur régulation 
temporelle au cours du cycle cellulaire pour le développement et la survie des organismes. 
3. En contrôlant l’homéostasie du PI(4,5)P2, dOcrl favorise la 
contraction équatoriale et participe ainsi à la morphogénèse 
cellulaire des cellules mitotiques. 
3.1. Résumé 
En mitose, la contraction de l’anneau d’Actomyosine est responsable du clivage de 
la cellule mère en deux cellules filles. L’enrichissement du PI(4,5)P2 à la membrane 
plasmique équatoriale joue un rôle important dans ce processus, en recrutant et/ou régulant 
des protéines essentielles au maintien et à la contraction de cet anneau (cf.53). Malgré 
l’importance de ce phosphoinositide dans le processus de division cellulaire, les 
mécanismes qui permettent de réguler sa distribution ou sa production en mitose ne sont 
que partiellement caractérisés. 
 
Cette étude identifie la protéine dOcrl comme un nouveau régulateur du PI(4,5)P2, 
qui en réduisant le taux de PI(4,5)P2 endomembranaire est responsable de son 
enrichissement à la membrane plasmique. De par sa localisation sur les endosomes 
précoces, tardifs et de recyclage et son activité 5-phosphatase, notre étude suggère que 
dOcrl contribue à l’homéostasie du PI(4,5)P2 en déphosphorylant le pool de PI(4,5)P2 
présent sur les vésicules intracellulaires. 
 
De plus, nos travaux mettent en évidence qu’une localisation ectopique de PI(4,5)P2 
sur des endomembranes est suffisante pour induire une délocalisation partielle de 
l’Actomyosine, constituée d’Actine filamenteuse et de Myosine, de la GTPase Rho, un 
régulateur clef de la contractilité de l’Actomyosine, ou encore de l’Anilline. Cette 
redistribution de la machinerie du sillon est incompatible avec le clivage de la cellule mère, 
conduisant à un pourcentage élevé de cellules aneuploïdes. La protéine dOcrl est donc 
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nécessaire à la cytokinèse, en régulant la distribution du PI(4,5)P2 et indirectement celle de 
l’Actomyosine. 
 
Enfin, chez l’homme, la mutation de Ocrl1, qui constitue avec Inpp5B les deux 
orthologues de dOcrl, conduit au syndrome de Lowe. Cette maladie génétique est 
caractérisée par différents signes cliniques affectant entre autres la vision, le 
fonctionnement des reins et le développement du cerveau. Les causes moléculaires à 
l’origine de cette pathologie n’étant toujours pas identifiées, notre étude suggère que des 
défauts de division cellulaire pourraient contribuer au disfonctionnement ou au 
développement anormal de ces organes. 
3.2. Article 
Title: The inositol-(5) phosphatase, dOCRL, controls PI(4,5)P2 homeostasis and is 
necessary for cytokinesis. 
 
Authors: 
Ben El Kadhi K. 1, Roubinet C.1,2 , Solinet S.1, Emery G.1, Carreno S.1,* 
 
1 IRIC, Université de Montréal, 2900 Édouard-Montpetit Boulevard, Marcelle-Coutu 
Pavilion Quai 20 Montreal QC H3T 1J4, Canada. 
2 CNRS, UMR5547, Centre de Biologie du Développement, F-31062 Toulouse France. 
 
Running head: dOCRL is necessary for cytokinesis. 
 
Highlights 
dOCRL, the drosophila ortholog of human OCRL1 is required for cytokinesis. 
dOCRL controls organization of the endocytic compartments. 
dOCRL controls PI(4,5)P2 homeostasis. 
PI(4,5)P2 regulates localization of the cytokinetic machinery. 
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Abstract 
During cytokinesis, constriction of an equatorial acto-myosin ring physically 
separates the two daughter cells. At the cleavage furrow, the phosphoinositide PI(4,5)P2 
plays important role by recruiting and regulating essential proteins of the cytokinesis 
machinery [1]. Accordingly, perturbation of PI(4,5)P2 regulation leads to abortive 
furrowing and binucleation [2-4]. To determine how PI(4,5)P2 is regulated during 
cytokinesis, we individually knocked-down each of the enzymes controlling the 
phosphoinositide (PIP) cycle in Drosophila. We show that depletion of the Drosophila 
ortholog of human OCRL1, an inositol 5-phosphatase mutated in the X-linked disorder 
oculocerebrorenal Lowe syndrome, triggers high rate of cytokinesis failure. In absence of 
dOCRL, several essential components of the cleavage furrow were found to be incorrectly 
localized on giant cytoplasmic vacuoles rich in PI(4,5)P2 and in endocytic markers. We 
demonstrate that dOCRL is associated with endosomes and that it dephosphorylates 
PI(4,5)P2 on internal membranes to restrict this phosphoinositide at the plasma membrane 
and thereby regulates cleavage furrow formation and ingression. Identification of dOCRL 
as essential for cell division may be important to understand the molecular basis of the 
phenotypic manifestations of the Lowe syndrome. 
Results and Discussion 
dOCRL the drosophila ortholog of OCRL1 is required for cell division. 
To identify which of the enzymes controlling the PI(4,5)P2 cycle are essential for 
cytokinesis, we individually depleted the 34 Drosophila putative kinases (13), phosphatases 
(16) and phospholipases (5) that directly or indirectly regulate PI(4,5)P2 levels and we 
recorded cell divisions in a α-Tubulin-GFP Drosophila S2 cell line [5]. Among these 
enzymes, inactivation of CG9115 and CG3573 led to a significant increase in cytokinesis 
failure (Figure S1A & C). While the myotubularin CG9115 has already been implicated in 
cell cycle progression [6], we report here the first evidence that the inositol 5-phosphatase 
CG3573 is important for cytokinesis. The cytokinesis defects observed in absence of 
CG3573 function correlated with the apparition of giant multinucleated cells, with cells that 
can reach ten times the size of control cells (Figure 1A). 
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The CG3573 gene encodes a protein of 850 amino acids that we named dOCRL 
after one of its two human orthologs, OCRL1 (oculocerebrorenal syndrome of Lowe 1) 
(Figure S1B). dOCRL comprises an inositol polyphosphate 5-phosphatase catalytic domain 
(IPP) and a C-terminal RhoGAP-like domain that is catalytically inactive in both dOCRL 
human orthologs [7]. Mutations in OCRL1 are responsible for Lowe syndrome, a rare X-
linked disorder seen in ~ 1 in 200000 births and for some cases of Dent disease [8, 9]. The 
cellular function of OCRL1 is poorly characterized, it has been proposed to modulate 
membrane traffic [10], actin dynamics [11] and/or Pi(4,5)P2 homeostasis [12]. Since 
investigation of OCRL1 functions is hampered by functional redundancy between OCRL1 
and INPP5B in mammals [13], we further analysed the function of its Drosophila ortholog 
in cultured cells. The polyploidy phenotype was specific of dOCRL knock-down since two 
additional independent dsRNAs, (dOCRL dsRNA2 and dOCRL dsRNA 5’UTR) triggered 
cytokinesis failure in S2 cells (Figure 1B). We then performed a rescue experiment by 
stably expressing a mCherry-dOCRL, a GFP-dOCRL or a GFP-dOCRL phosphatise dead 
cDNA that are not targeted by the dOCRL 5’UTR dsRNA. While dOCRL constructs 
restored efficiency of cytokinesis to levels seen in non-treated cells, the phosphatase dead 
mutant was not able to rescue cytokinesis defects (Figure 1B & S1D). These results 
demonstrate that dOCRL is necessary for cytokinesis via its inositol 5-phosphatase 
enzymatic activity. 
dOCRL is associated with endocytic compartments. 
We took advantage of the fact that dOCRL fused to GFP or mCherry were 
functional (Figure 1B) to investigate the sub-cellular localization of the enzyme. Besides a 
diffuse staining in the cytoplasm, dOCRL was associated with cytoplasmic vesicles, 
visualized as dot-like or ring-like structures (Figure 2A). We further found that GFP-
dOCRL partially colocalized with the small GTPase Rab5, a marker of early endosome 
(Figure 2A, 17.5 % of dOCRL vesicles were positive for Rab5). Since dOCRL was also 
present on vesicles that were not positive for Rab5 we explored the potential association of 
dOCRL with endosomes of other origin. We co-transfected mCherry-dOCRL with GFP-
Rab7 or YFP-Rab11 [14] and found that dOCRL was also associated with these markers of 
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late and recycling endosomes (Figure 2A; 62.3 % and 53.5% of dOCRL vesicles were 
positive for Rab7 and Rab11 respectively) indicating that similarly to its human orthologs 
dOCRL is associated with endosomes of diverse origins [15-17]. Remarkably, when 
dOCRL was depleted, Rab5, Rab7 and Rab11 were present on giant abnormal vacuoles 
rarely seen in control cells (Figure 2B) showing that in absence of dOCRL, the endocytic 
compartments are disorganized. 
dOCRL controls PI(4,5)P2 homeostasis. 
Since the preferential substrate of the inositol 5-phosphatase OCRL1 is the 
phosphate at the 5′ position of PI(4,5)P2 [18], we analyzed the distribution of PI(4,5)P2 
upon dOCRL depletion using GFP-Tubby or mCherry-PHPLCδ as PI(4,5)P2 biosensors [19]. 
In control and in dOCRL knockeddown cells, PI(4,5)P2 was associated with the plasma 
membrane (Figure 2C & S2A). Strikingly, we found that PI(4,5)P2 accumulated on the 
abnormal vacuoles observed in dOCRL knocked down cells. To test if dOCRL depletion 
modifies PI(4,5)P2 homeostasis, we monitored Tubby-GFP or mCherry-PH PHPLCδ 
fluorescence and quantified the ratio of signal associated with endomembranes to that 
associated with the plasma membrane. We measured a significant increase of the ratio of 
PI(4,5)P2 localized on endomembranes to that associated with the plasma membrane when 
dOCRL was depleted when compared to control cells (Figure 2D & S2B). This defect of 
PI(4,5)P2 homeostasis was rescued when mCherry-dOCRL was expressed in absence of 
endogenous dOCRL (Figure 2D). These results indicate that dOCRL controls PI(4,5)P2 
enrichment on the plasma membrane by dephosphorylating PI(4,5)P2 on endomembranes. 
dOCRL is required for proper furrowing of the contractile ring. 
During cytokinesis, PI(4,5)P2 accumulates at the contractile ring of mammalian 
cells while it furrows [2, 4]. Furthermore a tight control of PI(4,5)P2 levels at the cortex of 
dividing cells is important to maintain cleavage furrow stability and cytokinesis efficiency 
[2, 3, 20]. We therefore investigated whether dOCRL depletion can impinge on PI(4,5)P2 
mitotic distribution and cleavage furrow stability (Figure 3A, Video 1 & 2). While in 
control cells PI(4,5)P2 was enriched at the cleavage furrow, this accumulation was deficient 
upon dOCRL depletion (Figure 3A & S3A). We measured that in control conditions, 
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enrichment of PI(4,5)P2 at the equatorial cleavage furrow was progressive and occurred 
when cells advanced from metaphase to telophase. Interestingly, we found a similar 
progressive increase of PI(4,5)P2 associated with endomembranes when dOCRL depleted 
cells went from metaphase to telophase (Figure 3A, S3B). This shows that the PI(4,5)P2-
rich endomembranes observed in dOCRL depleted cells share similarity with the plasma 
membrane of the cleavage furrow. 
 
Since PI(4,5)P2 plays a key role in controlling actin dynamics [21], we then asked if 
PI(4,5)P2 deregulation could impinge on F-actin organization. In control telophase cells, F-
actin was mainly cortical and was enriched at the cleavage furrow. Although F-actin was 
enriched at the cleavage furrow of dOCRL depleted cells it also abnormally accumulated 
on the PI(4,5)P2-rich endomembranes (Figure S3C). We then assessed the dynamics of F-
actin in mitotic cells stably expressing GFP-Utrophin as a F-actin reporter [22] (Figure 3D). 
We used the equatorial enrichment of GFP-Utrophin fluorescence to mark the longitudinal 
width of the contractile ring. In control cells contractile rings occupied an average of 12.5% 
of the cell length while in dOCRL depleted cells the contractile rings were twice as broad 
(Figure S3D). This indicates that dOCRL function is necessary to spatially constrain the 
contractile ring. Similarly to fixed conditions, we measured a significant defect in F-actin 
homeostasis during cell division with a high level of Factin fluorescence at the surface of 
the endomembranes (Figure S3E). These results establish that dOCRL is necessary for 
stabilization of the contractile ring and suggest that the furrowing deficiency observed upon 
dOCRL depletion occurs through defective homeostasis of PI(4,5)P2 and F-actin. 
dOCRL is required for the proper assembly of components of the cytokinetic machinery. 
We then asked if similarly to F-actin, other components of the cytokinetic 
machinery were also mistargeted to the endomembrane surface instead of accumulating 
solely at the cytokinetic ring. During furrowing, signals sent at the equator by the mitotic 
spindle trigger acto-myosin contractions by locally up-activating the small GTPase RhoA 
[23, 24]. In turn, RhoA drives polymerization of F-actin and activation of Myosin II to 
generate the forces necessary for ingression of the cleavage furrow. While in control cells, 
RhoA accumulated at the cytokinetic ring, we observed that dOCRL is necessary to 
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correctly localize RhoA during cytokinesis since this GTPase was mistargeted to 
endomembranes when dOCRL was depleted (Figure 4A). Interestingly, PI(4,5)P2 was 
shown to play an important role in concentrating RhoA at the division site of budding yeast 
[25]. 
 
We then monitored cell division in S2 cells stably expressing mCherry-Anillin and 
the regulatory light chain of Myosin II, Sqh-GFP (Figure 4B, Video 3 & 4) [26]. These two 
proteins are essential components of the cytokinetic machinery and their individual 
depletion promotes high rate of cytokinesis failure [27-29]. While Myosin II is essential for 
acto-myosin contractions, Anillin is a multidomain protein capable of scaffolding different 
components of the cytokinetic ring at the plasma membrane [30, 31]. As previously 
reported [26, 32], Anillin was nuclear in control interphase cells, became uniformly cortical 
in metaphase and accumulated at the cytokinetic ring in anaphase (Fig 4B & S4A). Myosin 
II was mostly cytoplasmic in interphase and was evenly distributed at the metaphase cortex 
and enriched at the cleavage furrow (Fig 4B & S4B). In dOCRL depleted cells we found 
that Myosin II and Anillin were mistargeted to the abnormal giant vacuoles during cell 
division. Similarly to PI(4,5)P2, we measured that association of Anillin and Myosin II 
with endomembranes increased when dOCRL depleted cells progressed from metaphase to 
telophase (Figure S4A & B). Together these results show that contractile ring components 
are aberrantly recruited to the PI(4,5)P2 enriched endomembranes when function of 
dOCRL is impaired. This further implies that dOCRL and PI(4,5)P2 are required to specify 
the molecular distinction between the cytokinetic ring membrane and endomembranes. 
 
The spatial restriction of specific phosphoinositides on different cellular membranes 
contributes to membrane structural heterogeneity. The majority of PI(4,5)P2 is concentrated 
at the plasma membrane, however the mechanisms controlling PI(4,5)P2 homeostasis 
remain mysterious. Our studies identify the Drosophila ortholog of the human inositol 5-
phosphatases OCRL1 and INPP5B as essential for PI(4,5)P2 homeostasis. 
 
We propose that in wild-type conditions, dOCRL dephosphorylates PI(4,5)P2 on 
membranes of the endocytic compartment to reduce PI(4,5)P2 intracellular levels. 
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Depletion of dOCRL leads to a defect in PI(4,5)P2 homeostasis with a net increase of this 
phosphoinositide on endomembranes. During cell division, enrichment of PI(4,5)P2 at the 
plasma membrane of the cytokinesis ring is critical for the stability of the furrow. In 
dOCRL depleted cells, defects in cytokinesis could arise through at least two distinct 
mechanisms. One possibility is that accumulation of F-actin, RhoA, Myosin II and Anillin 
on vacuoles of endocytic origin reflects a natural trafficking process that transport 
cytokinetic machinery elements to the furrow [33]. In that model, PI(4,5)P2 homeostasis 
and dOCRL function are necessary to regulate the trafficking and fusion of endosomes 
carrying cytokinetic machinery elements to the cleavage furrow. Alternatively, defects in 
PI(4,5)P2 homeostasis directly trigger mislocalization of key components of the cytokinetic 
machinery to intracellular membranes at the expense of the cortical cleavage furrow. In that 
model, progressive enrichment of PI(4,5)P2 at the cleavage furrow represents a spatial cue 
that helps specify recruitment and localization of the cytokinetic machinery components. 
According to this model, we found a progressive enrichment of PI(4,5)P2, Anillin and 
Myosin II at the surface of the abnormal endomembranes while dOCRL depleted cells 
progressed from metaphase to telophase. These two models are not mutually exclusive and 
could operate in concert to control cytokinesis. The importance of dOCRL for PI(4,5)P2 
homeostasis, for endocytic compartment specification and for cytokinesis may also be 
relevant to understand how mutations in OCRL1 produce the phenotypic manifestation of 
the Lowe Syndrome. 
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Experimental Procedures. 
DNA constructs. 
The dOCRL (CG3573) cDNA was amplified using Phusion polymerase 
(Finnzymes) from clone LD39196 (Gold collection; Drosophila Genomics Resource 
Center) using primers 5′ - TATAAAGCTTCCATGGACACGTTGAGCGAGGC-3′ (sense) 
and 5′ - TATAGGGCCCCTATGCCTGCAGACCCGCCCGGGTCCC-3′ (antisense) and 
C-terminally fused with EGFP or mCherry in a pAc5.1 vector (Invitrogen). GFP-Utrophin 
[1], were sub-cloned in the pAc5.1 vector (Invitrogen). pUASt-GFP-Tubby and pUASt-
mCherry-PLCδ were from Amy Kiger and pUAST-GFPRab7 was from Marcos Gonzalez-
Gaitan. 
Cell culture and dsRNA treatment. 
Drosophila S2 cells were grown in FCS supplemented Schneider’s medium 
(Invitrogen). Stable cell lines were generated expressing GFP-dOCRL, mCherry-dOCRL, 
GFP-dOCRL-PD (phosphatase dead), GFP-Utrophin, Tubulin-GFP or GFP-Tubby using 
Fugene HD (Roche) as a transfection reagent and Hygromycin B as a selection agent. GFP-
Tubby and GFP-Utrophin-CH were sorted using FACSAria (BD) for low level of 
expression to allow high specificity of the probes. Anillin-mCherry and Sqh-GFP cell line 
was from Gilles Hickson. For dOCRL extinction, dsRNAs were produced and used as 
previously described [2] we used at least three non-overlapping regions to rule out off-
target effects. 
Primer sequences: 
dOCRL_dsRNA1 
Forward, AAGTGCTTTGAGGGCTACACC ; 
Reverse, ACGTGCAGGATGAGAATATCG 
dOCRL_dsRNA2 
Forward, TAATACGACTCACTATAGGGAGAAAGGACATTGTCAAGGAGCGC ; 
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Reverse, TAATACGACTCACTATAGGGAGAATCGCGTAGATATCCGGCGGC 
dOCRL_dsRNA 5’UTR 
Forward, TAATACGACTCACTATAGGGGATTGCCAATAATTGTCATCGC ; 
Reverse, TAATACGACTCACTATAGGGGATTCTGAGTACTGATAGGG 
For fixed sample microscopy cells were cultured on glass cover slips for 6 days. Cells were 
treated at day 0 and day 3 with 3 μg of dsRNA. For time lapse microscopy, cells were 
cultured in a 96 well glass bottom plate (Greiner) and were treated at day 0 and day 3 with 
1 μg dsRNA. 
Screening procedure. 
Drosophila S2 cells stably expressing Tubulin-GFP were treated for 6 days with the 
indicated dsRNA amplified from the Open Biosystems Drosophila library. Cells were then 
imaged using a Leica inverted microscope, under controlled temperature. Images were 
acquired with a cool snap HQ2 camera every 17 minutes and analyzed using ImageJ and 
Metamorph softwares (Molecular Devices). 
Imaging of fixed samples, time-lapse recording and measurements. 
For immuno-fluorescence analysis, at day 6 cells were fixed in 4% Formaldehyde 
and proceed for immuno-staining [2]. We used: anti α-Tubulin (Sigma) 1:200; anti RhoA 
[3] 1:25; anti Rab 5 (abcam) 1:250; Alexa-488, Alexa-546 conjugated secondary antibodies 
(Molecular probes) were used at 1:200. Texas Red-X phalloidin and Alexa fluor 647 
phalloidin (Molecular probes) were used at 1:100 for F-actin staining. Fixed cells were 
mounted in Vectashield mounting medium with Dapi (Vector lab). Images were acquired 
using a DeltaVision microscope, with voxels collected at 106 nm lateral and 100 nm axial 
intervals. Deconvolution was carried out using the SoftWoRx software. Video microscopy 
was performed on cells plated on 96 well glass bottom plates. Cells were incubated in an 
environmental chamber at 27°C and imaged with a DeltaVision microscope (Applied 
Precision) equipped with a CoolSnap HQ2 camera (Photometrics) and with an ×60 
planApo objective. All images were prepared for publication using Adobe Photoshop to 
adjust contrast and levels and Adobe Illustrator to prepare the figures. For quantification, 
images were analyzed using ImageJ software (NIH): For fluorescence quantification 
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background of each individual cell were measured and subtracted from the final 
quantification. For each experiment, at least 2 independent experiments and 50 cells were 
measured from fixed images and at least 15 cells per condition were measured for time 
lapse microscopy. The quantifications of multinucleated cells were done automatically 
using ImageJ software (NIH) and confirmed manually, 3 to 6 independent experiments 
were performed per each condition and at least 500 cells were counted. 
Figure legends 
Figure 1. dOCRL is required for cytokinesis in Drosophila S2 cells. 
A. Control or dOCRL depleted cells were labelled for F-actin (red) and DNA (blue). Docrl 
depleted cells are multinucleated and significantly larger than controls. 27.8% of dOCRL 
depleted cells were more than twice larger than the mean area of control cells, vs 0.47% of 
controls, n=1522 dOCRL depleted cells & n=633 controls. B. S2 cells or S2 cells stably 
expressing the indicated dOCRL constructs were treated by the indicated dsRNA and 
scored for polyploidy (minimum of 3 independent experiments, error bar represents SD, a 
minimum of 1500 cells/condition were scored). Bar 5 µm. 
 
Figure 2. dOCRL is localized on endocytic compartments and controls PI(4,5)P2 
homeostasis. 
A. S2 cells expressing GFP-dOCRL (green) were immunostained for Rab5 (red) and 
labelled for DNA (blue). Cells co-expressing mCherry-dOCRL (red) with GFP-Rab7 or 
YFP-Rab11 (green) were labelled for DNA (blue). Arrows show co-localization of the 
indicated proteins on endosomes. B. dOCRL depleted cells were either immunostained for 
Rab5 or transiently transfected by GFPRab7 or YFP-Rab11. C. Control or dOCRL depleted 
cells stably expressing Tubby-GFP (green) as a marker of PI(4,5)P2 were labelled for DNA 
(blue). 56.6% ±13.7 of dOCRL depleted cells presented PI(4,5)P2 intracellular vacuoles vs 
5.6% ±1.9 of control cells, n=350. D. The ratio of Tubby-GFP fluorescence associated with 
endomembranes to that associated with the plasma membrane was measured using image J 
on fixed cells (minimum of 2 independent experiments, error bar represents SD). Bar 5 µm. 
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Figure 3. dOCRL is required for cleavage furrow positioning and stabilization. 
A. Selected frames of dividing control or dOCRL depleted cells expressing the PI(4,5)P2 
biosensor Tubby-GFP (green) and α-Tubulin-mCherry (red). Tubby-GFP was pseudo-
colored in a rainbow heat-map to underline variations in its levels (lower rows). B. Selected 
frames of dividing control or dOCRL depleted cells stably expressing Utrophin-GFP 
(green) and α-Tubulin mCherry (red). Bar 5 µm. 
 
Figure 4. dOCRL function is required to localize the cytokinetic ring at the equatorial 
cortex. 
A. Control or dOCRL depleted cells were labelled for F-actin (red), RhoA (green), α-
Tubulin (white in merge channel) and DNA (blue). B. Selected frames of dividing control 
or dOCRL depleted cells stably expressing Anillin-mCherry (red) and Sqh-GFP (green). 
Bar 5 µm. 
 
Figure S1. 
A. α-Tubulin-GFP cells were treated for 6 days with the indicated dsRNA and divisions 
were recorded by live microscopy. A minimum of 50 divisions/condition was scored for 
cytokinesis failure. B. Sequence homology between Drosophila dOCRL and human 
OCRL1 and INPP5B: These proteins encompass an N-terminal inositol polyphosphate 5-
phosphatase catalytic domain (IPP) and a C-terminal RhoGAP-like domain catalytically 
inactive where the Rho-GAP critical catalytic arginine residue is absent (red star). Blue star 
marks a point mutation (G365E) leading to a phosphatase dead (PD) mutant. C. Selected 
frames of control or dOCRL depleted α-Tubulin-GFP cells undergoing cell division. D. S2 
cells or S2 cells stably expressing the indicated dOCRL constructs missing the UTR 
regions, were treated by a dOCRL dsRNA 5’UTR, fixed and labelled for filamentous actin 
(red) and DNA (blue). Arrows show multinucleated cells. 
 
Figure S2. 
A. Control or dOCRL depleted cells expressing mCherry-PHPLCδ (red) as a marker of 
PI(4,5)P2 were labelled for DNA (blue). B. The ratio of mCherry-PHPLCδ fluorescence 
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associated with endomembranes to that associated with the plasma membrane was 
measured using image J on fixed cells (minimum of 2 independent experiments, error bar 
represents SD). Bar 5 µm. 
 
Figure S3. (A & B) 
Divisions of control or dOCRL depleted cells stably expressing Tubby-GFP as a PI(4,5)P2 
reporter were recorded by time lapse microscopy. Tubby-GFP fluorescence was quantified 
with image J: A. shows ratio of signal associated with the cleavage furrow to that 
associated with the polar cortex (2 independent experiments, error bar represents SD). B. 
shows the telophase / metaphase ratio of Tubby-GFP fluorescence intensity associated with 
the cleavage furrow or with endomembranes (2 independent experiments, error bar 
represents SD). C. Control or dOCRL depleted Tubby-GFP (green) cells were labelled for 
F-actin (red), DNA (blue), α-Tubulin (white in the merge panel). Actin filaments are 
assembled on the abnormal PI(4,5)P2 vacuoles observed in dOCRL depleted cells. D. 
Equator length to cell length ratios, mean value is represented by a red bar, each blue 
triangle represents the calculated value for one cell recorded by time-lapse microscopy 
(n=18, p-value=3,9.10E-5). Upper panels: Selected snapshots of dividing control or 
dOCRL depleted cells stably expressing Utrophin-GFP (green) and -Tubulin-mCherry 
(red). Lower panels show maximum projection of the Utrophin-GFP channel (inverted gray 
scale). E. Divisions of control or dOCRL depleted Utrophin-GFP S2 cells were recorded by 
fluorescence microscopy. The ratio of Utrophin-GFP fluorescence associated with 
endomembranes to that associated with the plasma membrane was measured using Image J, 
(3 independent experiments, error bar represents SD). 
 
Figure S4. 
Divisions of control or dOCRL depleted cells stably expressing Sqh-GFP and Anillin-
mCherry were recorded by time lapse microscopy. GFP & mCherry fluorescence were 
quantified with image J: (A & B) show the telophase / metaphase ratio of Anillin-mCherry 
(A) or Sqh-GFP (B) fluorescence intensity associated with the cleavage furrow or with 
endomembranes (2 independent experiments, error bar represents SD). 
 
  
157
Video 1. Tubby-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing control S2 cells observed by 
epifluorescence as shown in Fig. 3A. 
Tubby-GFP as a PI(4,5)P2 reporter, pseudo-colored in a rainbow heat-map (left panel), 
Tubby-GFP (green) and α-Tubulin (red) on the merge right panel. Frames were collected 
every 7 min. Time compression is 1680x. 
 
Video 2. Tubby-GFP and α-Tubulin-mCherry in dividing dOCRL depleted S2 cells 
observed by epifluorescence as shown in Fig. 3A. 
Tubby-GFP as a PI(4,5)P2 reporter, pseudo-colored in a rainbow heat-map (left panel), 
Tubby-GFP (green) and α-Tubulin (red) on the merge right panel. Frames were collected 
every 4 min. Time compression is 1680x. 
 
Video 3. Anillin-mCherry and MRLCsqh-GFP in dividing control S2 cells observed 
by epifluorescence as shown in Fig. 4B. 
Anillin-mCherry (red) and MRLCsqh-GFP (green). Frames were collected every 6 min. 
Time compression is 2160 x. 
 
Video 4. Anillin-mCherry and MRLCsqh-GFP in dOCRL depleted S2 cells observed 
by epifluorescence as shown in Fig. 4B. 
Anillin-mCherry (red) and MRLCsqh-GFP (green). Frames were collected every 6 min. 
Time compression is 2160 x. 
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Figure 1. dOCRL Is Required for Cytokinesis in Drosophila S2 Cells 
 
Figure 2, dOCRL Is Localized on Endocytic Compartments and Controls PI(4,5)P2 Homeostasis 
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Figure 3. dOCRL Is Required for Cleavage Furrow Positioning and Stabilization 
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Figure 4. dOCRL Function Is Required to Localize the Cytokinetic Ring at the 
Equatorial Cortex 
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Figure S3 
 
Figure S4 
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Conclusion et discussion 
La morphogénèse tissulaire, essentielle au développement d’un organisme et à son 
maintien, est permise grâce à l’agencement ordonné des cellules les unes par rapport aux 
autres. A l’interface entre milieu extracellulaire et cytoplasme, le cortex de la cellule sert de 
lien pour contrôler l’orientation du fuseau en adéquation avec la configuration de 
l’environnement extracellulaire. De plus, les modifications successives de la forme 
cellulaire qui ont lieu ultérieurement lors du processus mitotique sont nécessaires au clivage 
de la cellule mère en deux cellules filles. Ce remodelage cortical est connu pour être induit 
par une réorganisation de la membrane plasmique, du cytosquelette d’Actine sous-jacent et 
/ ou de leur association. Comment la cellule coordonne temporellement et spatialement ces 
modifications architecturales ? Sans pouvoir répondre à cette question, nos travaux 
participent à une meilleure compréhension du rôle et de la régulation du PI(4,5)P2, un 
phosphoinositide cortical, dans la morphogénèse des cellules mitotiques. Quels sont les 
voies de signalisation ou mécanismes moléculaires responsables de la distribution du 
PI(4,5)P2 en division ? En quoi la régulation du PI(4,5)P2, tant qualitative que quantitative, 
est-elle importante pour l’intégrité du processus mitotique ? Par des approches 
essentiellement cellulaires, nos études contribuent à répondre à ces questions. Elles 
permettront peut-être également d’ouvrir des pistes pour mieux comprendre la régulation et 
les rôles fonctionnels du PI(4,5)P2 et de certaines de ses cibles telles que les protéines 
ERMs in vivo, dont les altérations sont responsables de divers pathologies humaines 
incluant Syndrome de Lowe et cancers. 
1. Dynamique de distribution du PI(4,5)P2 en mitose et 
mécanismes de régulation. 
Malgré l’importance évidente du PI(4,5)P2 dans le processus mitotique et plus 
particulièrement dans les modifications morphologiques des cellules en division, les 
mécanismes régulatoires contrôlant son taux ou sa distribution spécifiquement en mitose ne 
sont toujours pas clairement identifiés. De plus, alors que l’enrichissement de ce 
phosphoinositide à la membrane équatoriale à la transition métaphase - anaphase est admis 
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et bien caractérisé dans les cellules de mammifères [160], [159], la seule étude effectuée à 
partir de cellules de drosophile visant à visualiser la localisation du PI(4,5)P2, effectuée par 
l’équipe de J. Brill, met en évidence une distribution homogène du PI(4,5)P2 à la 
membrane plasmique des cellules mitotiques, y compris en ana/télophase [161]. Etant 
donné le rôle critique de l’enrichissement du PI(4,5)P2 à l’équateur des cellules de 
mammifère pour l’intégrité de la division cellulaire, cette observation est très surprenante. 
En se basant sur cette étude, l’équipe de L.C.Cantley émet l’hypothèse qu’au cours de 
l’évolution les mécanismes régulant la localisation du PI(4,5)P2 ont évolué, permettant au 
PI(4,5)P2 de s’enrichir à l’équateur dans les cellules de mammifère, et précise que d’autres 
études seront nécessaires pour confirmer (ou infirmer) son hypothèse [159]. 
1.1. La dynamique de distribution du PI(4,5)P2 en mitose est-elle 
évolutivement conservée ? 
En désaccord avec les observations effectuées par l’équipe de J. Brill [207], nous 
trouvons que similairement aux cellules de mammifère le PI(4,5)P2 s’enrichit également à 
l’équateur dans les cellules somatiques de drosophile S2 à la transition métaphaseanaphase 
(cf. article 2 page 103). Leur étude étant effectuée sur des spermatocytes, qui sont des 
cellules non somatiques, il est possible que cette divergence de résultats soit due à une 
dynamique de localisation du PI(4,5)P2 différente au cours de la méiose et de la mitose. 
Cette hypothèse est soutenue par le fait que Four wheel drive, une PI-4 kinase 
probablement impliquée dans la production du PI(4,5)P2 en méiose, est indispensable à la 
division des spermatocytes [207] mais ne semble pas l’être à la division des cellules 
somatiques S2. Une autre explication est que leurs expériences en vue de déterminer la 
localisation du PI(4,5)P2 ont été effectuées in vivo dans des conditions expérimentales qui 
ne sont pas optimales pour l’utilisation de sondes spécifiques des phosphoinositides. A 
l’exception peut-être des cellules non somatiques, l’anisotropie de distribution de la 
sonde Tubby que nous observons à la transition métaphase-anaphase suggère que 
l’accumulation équatoriale du PI(4,5)P2 est une caractéristique générale de la plupart 
des cellules animales en division, et que la localisation du PI(4,5)P2 est bel et bien 
évolutivement conservée de la drosophile à l’homme. A ce titre, les cellules de 
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drosophile peuvent constituer un modèle de choix pour mieux comprendre les 
mécanismes de régulation du PI(4,5)P2. 
1.2. Quelles sont les voies de signalisation ou les mécanismes moléculaires 
responsables de la régulation du taux de PI(4,5)P2 et de sa distribution 
dans les cellules mitotiques? 
De par la diversité des rôles fonctionnels liés à la distribution dynamique du 
PI(4,5)P2 dans les cellules mitotiques, il est probable que plusieurs mécanismes non 
redondants soient impliqués dans la distribution du PI(4,5)P2 ou dans la régulation de sa 
production. Or s‘il est désormais clairement établi tant dans les cellules de drosophile que 
dans les cellules humaines que la distribution de ce phosphoinositide est isotrope en début 
de division puis anisotrope en anaphase et télophase, les mécanismes moléculaires ou voies 
de signalisation qui en sont responsables ne sont que partiellement définis. Ainsi, bien que 
les PI(4)P-5 kinases et Pten soient connues pour être enrichies à l’équateur en anaphase, 
l’importance de leur contribution dans la production du PI(4,5)P2 en division n’a jamais été 
évaluée. De plus, alors qu’une étude vient tout juste de mettre en évidence l’importance de 
la protéine Ocrl dans la déphosporylation du PI(4,5)P2 à la membrane du pont 
intercellulaire lors de l’abscission [204], nos résultats montrent que l’orthologue dOcrl est 
également impliqué dans la régulation du PI(4,5)P2 lors des étapes beaucoup plus précoces 
de la division. Ensemble, nos travaux permettent de mieux comprendre la régulation du 
PI(4,5)P2 en mitose, qui dépend de plusieurs mécanismes de régulation non redondants. En 
début de division, la distribution uniforme de la kinase Skittles et de la phosphatase Pten à 
la membrane plasmique est nécessaire pour produire un taux suffisant de PI(4,5)P2 (figure 
36). Celui-ci est restreint à la membrane plasmique grâce à l’activité phosphatase de dOcrl 
localisé sur les endomembranes. A la transition métaphase – anaphase, la distribution 
anisotropique du PI(4,5)P2 à la membrane plasmique est le fruit de plusieurs mécanismes 
régulatoires qui agissent en parallèle (figure 36) : (1) une production localisée de PI(4,5)P2 
via l’enrichissement de Skittles et de Pten à la membrane plasmique équatoriale, et (2) une 
déphosphorylation du PI(4,5)P2 sur les endomembranes dépendante de la phosphatase 
dOcrl. Nous ne pouvons cependant exclure l’existence d’autres mécanismes de régulation, 
tel qu’une éventuelle hydrolyse du PI(4,5)P2 par des phospholipases C préférentiellement 
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aux membranes polaires, ou encore un flux membranaire des pôles vers l’équateur qui 
pourrait contribuer à l’enrichissement du PI(4,5)P2 à la membrane plasmique équatoriale. 
L’injection d’une faible quantité de PI(4,5)P2 marqué en métaphase pourrait peut-être 
constituer une alternative complémentaire à l’utilisation des sondes pour révéler cet 
éventuel flux membranaire. Collectivement, nos travaux montrent qu’à chaque étape de 
la mitose Skittles, Pten et dOcrl contribuent à réguler le taux et la distribution du 
PI(4,5)P2 par des voies de signalisation non redondantes. 
Or la dynamique de localisation et le taux PI(4,5)P2 sont des critères essentiels à l’intégrité 
de la division cellulaire. 
2. Mise en évidence de nouveaux rôles du PI(4,5)P2 dans le 
processus mitotique. 
De nombreuses évidences démontrent que le PI(4,5)P2 joue des rôles importants 
dans le processus mitotique des cellules animales, en permettant notamment l’ancrage de 
l’anneau d’actomyosine à la membrane plasmique ou en modulant la dynamique et la 
contractilité de l’anneau d’actomyosine (cf. 53). Hormis son implication dans l’ingression 
du sillon de clivage et récemment dans le processus d’abscission, quels sont les autres rôles 
fonctionnels du PI(4,5)P2 pendant la mitose ? 
2.1. L’anisotropie de distribution du PI(4,5)P2 participe à la création 
d’un différentiel de plasticité corticale. 
La régulation précise des propriétés mécaniques du cortex est essentielle dans les 
cellules en division pour contrôler les modifications morphologiques complexes qui 
accompagnent le processus mitotique. Alors que le rôle du PI(4,5)P2 dans la régulation de 
la contractilité corticale a largement été étudié, via entre autres le recrutement de 
régulateurs de l’Actine, nos données élargissent le rôle du PI(4,5)P2 aux propriétés 
mécaniques du cortex aux pôles des cellules mitotiques en anaphase, via la régulation de la 
dMoésine (cf. article 2 page 103). Plus exactement, en participant à la régulation spatiale de 
la dMoésine, c'est-à-dire à sa délocalisation des pôles vers l’équateur, la distribution 
anisotropique du PI(4,5)P2 participe à la création d’un différentiel de plasticité corticale, 
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qui contribue à l’élongation cellulaire caractéristique de l’anaphase B. D’autre part, en plus 
de cette participation dans la relaxation du cortex polaire via l’appauvrissement de la 
dMoésine, le PI(4,5)P2 est également indispensable à la stabilité corticale des pôles en 
permettant un recrutement local et transitoire de la dMoésine au cortex des blebs polaires 
(cf. article 2 page 103) (figure 36). Ainsi, si l’accumulation de PI(4,5)P2 à l’équateur 
contribue à la contractilité du cortex équatorial, nos données mettent en évidence que 
sa présence résiduelle aux pôles est indispensable pour permettre simultanément la 
relaxation et la stabilisation du cortex polaire. Nos données confirment également la 
capacité du PI(4,5)P2 à localiser et activer (plus ou moins directement) différents 
constituants de la machinerie du sillon de clivage, puisque sa localisation ectopique sur des 
endomembranes a pour conséquence une délocalisation partielle des protéines du sillon (cf. 
article 3 page 161) ne permettant pas une ingression complète de l’anneau d’actomyosine 
(figure 36). Ensemble, nos études confirment que la régulation fine du PI(4,5)P2 en 
mitose est requise au bon déroulement de la division cellulaire, en élargissant les rôles 
fonctionnels du PI(4,5)P2 aux propriétés mécaniques du cortex polaire. En participant 
à la création d’un différentiel de plasticité cortical entre les pôles et l’équateur, 
l’anisotropie de distribution du PI(4,5)P2 participe au clivage de la cellule mère et aux 
transformations de forme cellulaire que subissent les cellules mitotiques. 
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Figure 36 : mécanismes de régulation du PI(4,5)P2 en mitose, et rôles du PI(4,5)P2 sur 
l’ingression du sillon de clivage et la stabilité corticale. 
En comparaison à une cellule sauvage (a, a’), l’inhibition de dOcrl se traduit par un enrichissement du 
PI(4,5)P2 sur des endomembranes au détriment de la membrane plasmique (b), incompatible avec la 
formation d’un anneau d’actomyosine apte à cliver la cellule mère en deux cellules filles (b’). 
L’inhibition de Skittles ou de Pten conduit à une réduction du taux de PI(4,5)P2 à la membrane 
plasmique (c), drastique au pôles en anaphase à l’origine d’une instabilité corticale caractérisée par la 
formation de blebs polaires de taille démesurée (c’). 
a b c 
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2.2. Le PI(4,5)P2 contribue t-il à l’orientation et au centrage du fuseau 
mitotique ? 
Outre sa contribution à la morphogénèse cellulaire en mitose, nos résultats 
suggèrent que le PI(4,5)P2 participe également à la stabilisation du fuseau mitotique. 
En effet, la réduction du taux de PI(4,5)P2 suite à l’inhibition de Skittles ou de Pten (cf. 
article 2 page 103), qui sont les deux enzymes qui contribuent de façon significative à la 
production de ce phosphoinositide durant la division cellulaire, conduit à la formation d’un 
fuseau mitotique excentré, dont l’axe n’est pas stable mais subit une rotation sur lui-même 
lors de la métaphase (résultat non montré). La similitude de ces observations avec les 
cellules déplétées en dMoésine, et le fait que le PI(4,5)P2 constitue un régulateur clef de sa 
distribution et de sa localisation corticale, nous conduit à émettre l’hypothèse que le 
PI(4,5)P2 pourrait participer au centrage du fuseau et à la stabilité de son axe via la 
régulation de la dMoésine. Nous sommes cependant conscients que le PI(4,5)P2 régule, 
directement ou indirectement, de très nombreuses protéines du cortex, protéines qui 
pourraient également être impliquées dans ce processus en plus de la dMoésine. Etant 
donné l’importance de l’orientation du fuseau dans la morphogénèse tissulaire, il serait 
intéressant d’approfondir les mécanismes par lesquels le PI(4,5)P2 semble participer à la 
localisation du fuseau mitotique. Par ailleurs, le PI(3,4,5)P3, un autre phosphoinositide de 
la membrane plasmique, semble impliqué dans l’orientation du fuseau mitotique via la 
régulation de la Dynéine et de la Dynactine [208], [209]. Nos données suggèrent que le 
PI(3,4,5)P3 pourrait contrôler l’orientation du fuseau par un mécanisme supplémentaire, en 
favorisant l’activation de la dMoésine par une production accrue de PI(4,5)P2. En effet, 
notre étude met en évidence que le PI(3,4,5)P3 est déphosphorylé par Pten en PI(4,5)P2 à 
chaque phase mitotique, et que ce mécanisme de production de PI(4,5)P2 participe à 
l’activation de la dMoésine (cf. article 2 page 103). Aussi, plutôt que de se focaliser sur les 
mécanismes par lesquels le PI(4,5)P2 stabilise et/ou localise le fuseau mitotique, il serait 
probablement plus judicieux d’adopter une approche plus intégrative et d’élargir l’étude au 
PI(3,4,5)P3 de la membrane plasmique. Plusieurs études ont examiné la distribution du 
PI(3,4,5)P3 durant la mitose, et montrent que celui-ci n’est pas détecté à la membrane 
plasmique des cellules NIH3T3 [159] ou CHO [160] ni dans les spermatocytes de 
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drosophile en division [161]. Or notre étude met en évidence que la faible présence du 
PI(3,4,5)P3 à la membrane plasmique est justement due à sa rapide déphosphorylation en 
PI(4,5)P2 par Pten, mettant en avant le rôle du PI(3,4,5)P3 dans la production localisée du 
PI(4,5)P2 pendant la mitose (cf. article 2 page 103). 
3. Régulation du PI(4,5)P2 et des protéines ERMs dans 
l’organisme. 
3.1. La liaison au PI(4,5)P2 et la phosphorylation de la thréonine 559 
permettent-elles de moduler différentiellement l’activité de la dMoésine ? 
La cellule est un système complexe, qui au cours de la division cellulaire va subir 
un intense remodelage cortical associé à une polarisation de nombreux constituants dont le 
PI(4,5)P2 et la dMoésine (cf. article 2 page 103 et article 3 page 161). Or le remodelage 
cortical n’est pas propre aux cellules mitotiques, mais se produit également au cours du 
développement en permettant la morphogénèse tant cellulaire que tissulaire. Ainsi, nos 
travaux mettent en évidence qu’au cours du développement de la drosophile, l’activation de 
la dMoésine est nécessaire à la viabilité de l’organisme, en permettant notamment 
l’intégrité des tissus épithéliaux dont celui de l’aile (cf. article 1 page 68). Cette activation 
doit cependant être régulée, puisque l’expression d’une forme constitutivement active de la 
dMoésine n’est pas compatible avec la survie des organismes. Il est possible que des 
divisions cellulaires anormales contribuent à cette mortalité, puisque nos travaux ont 
également montré que l’expression d’une forme phosphomimétique par les cellules en 
culture S2 conduit à près de 50% de cellules binucléées (cf. article 2 page 103). 
 
D’autre part, il est intéressant de noter qu’en fonction du tissu ou de l’organe pris en 
considération l’activation de la dMoésine n’est pas régulée de façon similaire. Alors que 
l’enrichissement du PI(4,5)P2 à la surface apicale des cellules épithéliales de l’aile est 
suffisant pour recruter la dMoésine et permettre une organisation correcte de l’épithélium, 
l’enrichissement du PI(4,5)P2 aux microvillosités des rhabdomères (au niveau de l’oeil) 
n’est pas suffisant à l’activation de la dMoésine, conduisant à une désorganisation des 
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structures riches en Actine filamenteuse et à une morphogénèse anormale de l’oeil. Au sein 
de cet organe, la dMoésine doit pouvoir être phosphorylée pour assurer correctement ses 
fonctions. En fait, il est possible que cette régulation différentielle de la dMoésine permette 
de moduler dans le temps et dans l’espace son activation en adéquation avec son rôle 
fonctionnel. Le remodelage architectural des photorecepteurs de l’oeil en réponse aux 
signaux lumineux est extrêmement dynamique et dépend de l’état d’activation de la 
dMoésine. Or le PI(4,5)P2 est enrichi dans les zones où se trouvent les photorecepteurs, ce 
qui pourrait conduire à une activation « constitutive » de la dMoésine à proximité des 
photorecepteurs, incompatible avec la physiologie de ces cellules. Tout en permettant au 
PI(4,5)P2 de réguler spatialement et localement l’activation de la dMoésine au sein des 
cellules de l’oeil, le mécanisme de régulation par phosphorylation / déphosphorylation 
pourrait être un moyen de la réguler temporellement en modulant très rapidement 
sonactivité. Au contraire, au sein de l’épithélium de l’aile la régulation temporelle de la 
dMoésine ne semble pas critique, peut-être en raison de la relative stabilité de ce tissu. Il est 
intéressant de rappeler qu’au cours l’anaphase, alors que l’enrichissement du PI(4,5)P2 à 
l’équateur est suffisant pour enrichir la dMoésine à la membrane plasmique équatoriale, 
cette liaison n’est pas suffisante pour recruter la dMoésine au cortex des blebs qui doit pour 
cela être phosphorylée (cf. article 2 page 103). Or la contractilité du cortex à l’équateur de 
la cellule est un événement beaucoup plus stable dans le temps que la rétraction du cortex 
des blebs qui sont eux beaucoup plus transitoires. L’ensemble de nos travaux suggèrent 
qu’in cellulo autant qu’in vivo, l’implication différentielle de la liaison au PI(4,5)P2 et 
du processus de phosphorylation dans la régulation de la dMoésine peut moduler la 
temporalité de son activation, conduisant à des réorganisations corticales relativement 
furtives et transitoires ou au contraire stables dans le temps. Au vu de l’identification 
de nouveaux activateurs et inhibiteurs de la dMoésine (cf. article 2 page 103) et du 
PI(4,5)P2 (cf. article 2 page 103 et article 3 page 161) par des approches cellulaires, il serait 
intéressant d’approfondir l’étude de ces régulateurs, probablement impliqués dans la 
morphogénèse tissulaire, au cours du développement in vivo. Ces études pourraient 
contribuer à mieux comprendre certaines pathologies induites par une dérégulation du 
métabolisme des phosphoinositides, incluant le PI(4,5)P2, et certaines de ses cibles dont les 
protéines ERMs. 
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3.2. En quoi est-il important de mieux comprendre les mécanismes de 
régulation et les rôles fonctionnels du PI(4,5)P2 et des protéines ERMs in 
vivo ? 
La dérégulation du métabolisme des phosphoinositides est à l’origine de diverses 
pathologies, dont le syndrome de Lowe autrement appelé syndrome OCRL (Oculo Cerebro 
Renal Lowe syndrome) qui est induit par une mutation du gène codant Ocrl1 [210]. Ce 
syndrome est caractérisé par différents signes cliniques, incluant des cataractes, des 
complications rénales ou encore un retard mental [210]. Malgré la gravité de cette 
pathologie, les mécanismes moléculaires mis en cause ne sont pas parfaitement identifiés. 
Notre étude sur le rôle de dOcrl dans le processus mitotique (cf. article 3 page 161) suggère 
que ce syndrome pourrait partiellement être dû à des défauts de division cellulaire. Cette 
hypothèse est soutenue par une étude récente effectuée par l’équipe d’A.Echard, qui à partir 
de cellules rénales de patients atteints du syndrome de Lowe met en évidence un défaut 
d’abscission en fin de division [204]. Il est cependant intéressant de noter que des travaux 
effectués par une autre équipe mettent en évidence un défaut de migration dans les cellules 
provenant de patients atteints de ce syndrome. D’autre part, les protéines ERMs, régulées 
partiellement par le PI(4,5)P2, participent au bon déroulement de la division cellulaire [63], 
[47], mais sont également impliquées dans le processus de migration [133], [134]. Leur 
surexpression est d’ailleurs souvent corrélée à l’évolution métastasique de certains types de 
cancers via l’acquisition par les cellules de capacités migratoires et invasives, sans que l’on 
connaisse précisément les voies de signalisation altérées [211], [212], [213]. La migration 
et la division cellulaire étant deux processus biologiques présentant de nombreuses 
similitudes, l’identification de nouveaux régulateurs du PI(4,5)P2 et des ERMs ou une 
meilleure caractérisation de leurs fonctions dans le cadre de la division pourrait nous 
permettre de mieux comprendre leur régulation et leurs rôles dans la migration, et à plus 
long terme nous mener à une meilleure compréhension des pathologies induites par leur 
dérégulation. 
  
173
4. Critiques de mon projet de recherche. 
De part les remarques constructives et pertinentes des rapporteurs, examinateur et 
présidents du jury, la discussion qui a suivi la présentation de mon projet de thèse lors de la 
soutenance a permis de révéler certains points qu’il aurait été judicieux d’approfondir dans 
le cadre de cette étude. 
4.1. Mieux caractériser les contributions respectives de la kinase Slik et 
du PI(4,5)P2 dans la localisation corticale de la dMoésine. 
Le recrutement de la dMoésine au cortex à l’entrée en division nécessite d’une part 
sa phosphorylation par la kinase Slik, et d’autre part sa liaison au PI(4,5)P2. En effet, 
l’inhibition de la kinase Slik se traduit par une localisation cytoplasmique de la dMoésine- 
GFP en prophase, similaire à la localisation de la forme non phosphorylable de la dMoésine 
(dMoésine-TA-GFP). La phosphorylation de la dMoésine par la kinase Slik à l’entrée en 
mitose est donc nécessaire à sa localisation corticale. De même, la réduction du taux de 
PI(4,5)P2 par l’inhibition de Skittles ou par le recrutement Rapamycine-dépendant d’un 
domaine 5-phosphatase à la membrane conduit à une relocalisation cytoplasmique de la 
dMoésine en mitose. La liaison de la dMoésine au PI(4,5)P2 est donc elle aussi nécessaire à 
sa localisation corticale. 
 
Bien que j’ai interprété la relocalisation cytoplasmique de la dMoésine suite à une 
réduction du PI(4,5)P2 membranaire comme une conséquence dircte du PI(4,5)P2 sur la 
dMoésine, nous ne pouvons exclure que le PI(4,5)P2 contrôle en partie la dMoésine via 
l’activation ou le recrutement de la kinase Slik à la membrane plasmique. En effet, la 
localisation corticale de la kinase Slik est régie par des mécanismes présentement inconnus. 
Si celle-ci est dépendante d’une liaison au PI(4,5)P2, alors la réduction de ce 
phosphoinositide pourrait avoir comme conséquence une relocalisation (totale ou partielle) 
de Slik dans le cytoplasme, qui ne serait alors plus apte à phosphoryler et stabiliser la 
dMoésine au cortex.  
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Dans le but de déterminer si la localisation de la kinase Slik au cortex est 
dépendante du PI(4,5)P2, j’ai effectué des expériences qui ne m’ont cependant pas permis 
de conclure, en raison de difficultés techniques ou d’observations non reproductibles. 
 
Une première expérience consistait à mesurer la distribution cortex/cytoplasme de 
Slik-GFP en condition sauvage et après réduction du taux de PI(4,5)P2 par l’utilisation de 
dsRNA dirigés contre Skittles ou Pten. Malgré de multiples tentatives, je n’ai jamais réussi 
à obtenir une lignée stable viable exprimant un niveau suffisant de Slik-GFP (quelque soit 
le promoteur utilisé pour l’expression de Slik-GFP). Les cellules transfectées présentaient 
une taille excessive et croissante de jour en jour puis éclataient, conduisant à la mort de la 
lignée. L’expérience a donc été effectuée sur des cellules S2 traitées pendant 6 jours par les 
dsRNA puis transfectées de façon transitoire par Slik-GFP au 4ème jour. Les différences 
observées entre les différentes conditions, relatives à la distribution de Slik, étaient subtiles 
et ne m’ont pas permis de conclure. Il est possible que la très légère redistribution 
cytoplasmique de Slik-GFP dans les cellules traitées par un dsRNA spécifique de Skittles 
ou de Pten ne soit pas induite par une diminution du taux de PI(4,5)P2, mais soit due à une 
efficacité légèrement atténuée de la transfection. En effet, en fonction de son niveau 
d’expression, la distribution de Slik-GFP au cortex (versus dans le cytoplasme) varie 
légèrement. Or l’efficacité des transfections est dépendante de l’état « physiologique » des 
cellules, qui est probablement altéré suite à l’inhibition de Skittles ou de Pten connue par 
ailleurs pour intervenir dans de nombreuses voies de signalisation promouvant entre autres 
la survie cellulaire. 
 
Afin de pallier aux difficultés d’interprétation inhérentes à un niveau d’expression 
de Slik-GFP plus ou moins hétérogène en fonction des conditions (sauvage versus dsRNA), 
ainsi qu’à un éventuel problème de surexpression de Slik-GFP qui pourrait modifier sa 
localisation, j’ai souhaité observer la localisation de la protéine Slik endogène. 
Malheureusement, l’utilisation d’un anticorps spécifique de Slik pour visualiser la 
localisation de cette protéine en condition sauvage ou en présence de dsRNA ne nous a pas 
permis de conclure, de par la mauvaise qualité du marquage obtenu. 
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Enfin, une dernière tentative a consisté à transfecter des cellules sauvages par Slik- 
GFP et Tubuline-mCherry, ainsi que par les domaines FRB-mRFP et FKBP12-5 
phophatase-mRFP. L’ajout de rapamycine induit une rapide hétérodimérisation des 
domaines FRB et FKBP12, conduisant à un recrutement du domaine 5 phosphatase à la 
membrane plasmique et donc à une rapide déphosphorylation du PI(4,5)P2 en PI(4)P. Outre 
la difficulté de différencier les cellules interphasiques des cellules mitotiques, le signal 
mCherry correspondant à la Tubuline étant masqué par le signal mRFP des deux 
constructions « Rapamycine », l’ajout de rapamycine a conduit à une complète 
délocalisation de Slik-GFP du cortex vers le cytoplasme dans une seule cellule seulement, 
que je n’ai jamais réussie à reproduire malgré de nombreuses tentatives. Je ne peux 
cependant pas être certaine que les cellules présentant un fort signal mRFP expriment bien 
les deux constructions Rapamycine-mRFP, ce qui ne me permet pas d’affirmer que le taux 
de PI(4,5)P2 a effectivement été réduit dans les cellules ne présentant pas une relocalisation 
de Slik-GFP. 
 
Afin de savoir si la localisation corticale de Slik dépend du PI(4,5)P2, il pourrait 
être judicieux de refaire l’expérience Rapamycine en ajoutant un contrôle permettant de 
savoir si le PI(4,5)P2 est effectivement déphosphorylé en PI(4)P dans les cellules 
observées. Dans l’idéal, l’expérience consisterait à transfecter les cellules par Slik-GFP, les 
deux constructions Rapamycine-mRFP et également par la sonde du PI(4,5)P2 : Tubby-HC 
Red (qui fluoresce dans le rouge lointain). Afin de discriminer les cellules interphasiques 
des cellules mitotiques, Slik étant au cortex durant tout le cycle cellulaire, il faudrait 
également visualiser le fuseau mitotique en transfectant les cellules par la Tubuline-CFP ou 
par un marqueur de l’ADN permettant de visualiser la plaque métaphasique. Bien que 
théoriquement possible, la réalisation de cette expérience nécessitait plusieurs clonages et 
est en pratique difficilement réalisable en raison du nombre de constructions transfectées. 
De plus, le niveau d’expression des constructions Rapamycine doit être suffisant sans pour 
autant dépasser un certain seuil, sans quoi le PI(4,5)P2 est déphosphorylé en PI(4)P par le 
domaine 5-phosphatase avant même d’ajouter la rapamycine. La fenêtre relative au niveau 
d’expression des constructions Rapamycine est relativement étroite pour la faisabilité de 
l’expérience, ce qui ajoute une difficulté supplémentaire. Bien que la question de la 
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localisation de Slik dépendante ou non du PI(4,5)P2 soit intéressante, voir cruciale pour 
l’interprétation de mes données, je n’ai pas fait cette expérience qui demandait beaucoup de 
mise au point et dont la faisabilité était incertaine, n’ayant plus beaucoup de temps 
disponible pour finaliser mon travail de doctorat. Il aurait également été intéressant 
d’effectuer des expériences in vitro consistant à évaluer la capacité de Slik à lier des 
liposomes enrichis en PI(4,5)P2. 
 
Toutefois, même si nous ne pouvons exclure une régulation indirecte du PI(4,5)P2 
sur la dMoésine, médiée par le maintien de la kinase Slik au cortex, nos données suggèrent 
que le PI(4,5)P2 régule la dMoésine au moins en partie indépendamment de la kinase Slik. 
En effet, une forme pleine taille de la dMoésine, sensible à l’activité kinase de Slik mais 
incapable de lier le PI(4,5)P2 par mutations du domaine Ferm (mutations FermKN), n’est 
plus apte à se localiser au cortex à l’entrée en division même en présence de la kinase Slik. 
Cette expérience suggère mais ne prouve pas formellement le rôle Slik-indépendant du 
PI(4,5)P2 sur la localisation de la dMoésine, dans la mesure où les mutations ponctuelles 
du domaine Ferm pourraient altérer la conformation de la dMoésine ne lui permettant plus 
de se lier à la kinase Slik. Or, en dehors de son activité kinase, Slik pourrait participer à la 
localisation corticale de la dMoésine en la recrutant au cortex, Slik étant elle-même 
localisée à la membrane plasmique. Il serait donc souhaitable de vérifier que cette forme 
mutante de la dMoésine est toujours capable de lier Slik. Il est cependant difficile de mettre 
en évidence une telle interaction par des expériences de pull-down, dans la mesure où in 
vitro la dMoésine pleine taille adopte préférentiellement une conformation fermée, qui n’est 
pas représentative de ses modifications conformationnelles rapides et cycliques in cellulo. 
 
En conclusion, l’interprétation de mes observations relatives au(x) rôle(s) du 
PI(4,5)P2 sur la localisation corticale de la dMoésine devrait probablement être plus 
modérée, ne sachant pas si la localisation (ou l’activité) de Slik au cortex dépend du 
PI(4,5)P2. 
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4.2. Ajouter une dimension quantitative à notre modèle, présentement 
qualitatif, aurait probablement augmenté l’impact de nos découvertes 
relatives à la formation de gradients protéiques et lipidiques. 
Il est regrettable que l’ensemble des expériences menées aient conduit à 
l’élaboration d’un modèle essentiellement qualitatif, au détriment de l’aspect quantitatif. En 
effet, l’enrichissement de la dMoésine (et de ses principaux régulateurs : PI(4,5)P2, 
Skittles, Pten, Slik) lors de l’élongation cellulaire ou encore le recrutement de la dMoésine 
ou de Slik au cortex des blebs sont des processus extrêmement dynamiques, qui auraient 
gagné à être quantifiés. Cet aspect quantitatif était d’autant plus adapté à ce projet de 
recherche, qu’une caractéristique des protéines de la famille ERM est peut-être justement 
leur capacité à cycler rapidement entre plusieurs formes plus ou moins actives et plus ou 
moins stables. L’aspect dynamique est donc probablement critique à la fonctionnalité de 
ces protéines. Par ailleurs, notre étude met en évidence un rôle important du PI(4,5)P2 dans 
la régulation de la dMoésine, que cette régulation soit directe ou indirecte, or les 
phosphoinositides sont des régulateurs majeurs de la dynamique membranaire. 
 
Concrètement, le temps de demi-vie d’une molécule de PI(4,5)P2 étant 
extrêmement court, et le métabolisme des phosphoinositides étant connu pour utiliser 
jusqu’à 10% de l’ATP cellulaire en condition de repos, il aurait été intéressant 
d’approfondir plus en détails le rôle du gradient en Pten ou en Skittles en anaphase dans le 
turnover du PI(4,5)P2 et dans son anisotropie de distribution à la transition métaphase - 
anaphase. En effet, il est probable que les molécules de PI(4,5)P2 nouvellement produites 
puissent diffuser rapidement sur l’ensemble de la membrane plasmique. L’activité localisée 
de Skittles et/ou de Pten, par l’établissement de gradients de distribution, pourrait participer 
à maintenir la distribution anisotropique du PI(4,5)P2 telle qu’observée en anaphase entre 
les pôles et l’équateur. Il est intéressant de noter par exemple que le recrutement à la 
membrane plasmique d’une sonde spécifique du PI(3,4,5)P3 augmente à l’entrée en 
division, tout en restant faible. Suite à l’inhibition de Pten, dont l’activité est prédite pour 
déphosphoryler le PI(3,4,5)P3 en PI(4,5)P2, le recrutement de la sonde du PI(3,4,5)P3 à la 
membrane plasmique en début de division est très significatif de même que son 
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enrichissement à l’équateur en anaphase. Même si une critique majeure qui peut être faite à 
l’utilisation de ces sondes est l’impossibilité de quantifier le taux du Phosphoinositide ciblé, 
elles permettent néanmoins d’avoir une bonne idée de leur turnover. Ainsi, alors que par 
dosage métabolique au P32 Pten ne semble pas contribuer de façon significative à la 
production globale du PI(4,5)P2 (cf. article 2 page 103), l’utilisation des sondes spécifiques 
du PI(3,4,5)P3 et du PI(4,5)P2 met en évidence que Pten contribue localement à la 
production du PI(4,5)P2, en permettant notamment une quantité suffisante de PI(4,5)P2 aux 
régions polaires des cellules anaphasiques, indispensable au recrutement de la dMoésine au 
cortex des blebs et donc à la stabilité corticale (cf. article 2 page 103). Ainsi, bien que d’une 
contribution modérée dans la production globale du PI(4,5)P2, la fonctionnalité de Pten 
dans la rétraction des blebs PI(4,5)P2-dépendante est essentielle. Il est regrettable que le 
gradient de distribution de Pten, de Skittles, du PI(4,5)P2 et du PI(3,4,5)P3 entre l’équateur 
et les pôles (incluant les blebs) n’ait pas été analysé plus en profondeur. Idem pour la 
localisation très dynamique de la phosphatase Pp1-87B à chacune des phases de la mitose. 
 
De façon similaire, l’étude aurait gagné à être complétée par des données 
quantitatives relatives à la stabilité de l’association dMoésine - membrane plasmique. 
Concrètement, des expériences de FRAP sur des cellules exprimant des formes sauvages ou 
mutantes de la dMoésine (phosphomimétique : dMoésine-TD par exemple) auraient permis 
d’évaluer de façon plus précise le rôle de la phosphorylation de la thréonine 559 dans la 
stabilisation de la dMoésine au cortex. Par ailleurs, des expériences de FRAP effectuées sur 
notre lignée stable exprimant le domaine CH de l’Utrophine (qui permet de visualiser 
l’actine) et transfectée par une forme WT ou TD de la dMoésine auraient peut-être permis 
de mettre en évidence une différence de dynamique du cytosquelette d’actine selon le degré 
d’activation de la dMoésine. Ces données quantitatives nous auraient probablement aidés à 
mieux comprendre si l’excès d’actine aux pôles des cellules anaphasiques exprimant la 
forme TD de la dMoésine, que nous avons détecté par un marquage à la phaloïdine, peut 
être le résultat d’une stabilisation excessive du cytosquelette d’actine à la membrane ou 
d’une modification de ses propriétés dynamiques. 
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Pour l’avoir testé, il n’est cependant pas aisé de réaliser ces expériences de FRAP à 
la transition métaphase-anaphase, lorsque les gradients en dMoésine, Skittles, Pten, 
PI(4,5)P2, PI(3,4,5)P3 ou Slik se forment, de part la rapidité de cette transition. 
 
De même, la formation et la rétraction des blebs en conditions naturelles sont des 
processus extrêmement transitoires et furtifs, et l’obtention de films exploitables en vue de 
quantifier la dynamique de recrutement de la dMoésine ou de Slik au cortex des blebs 
nécessite de nombreux critères difficilement appréciables. Ainsi, les cellules sélectionnées 
doivent se trouver en fin de métaphase, sans quoi la photo-toxicité induite par les 
acquisitions successives ne permet pas aux cellules de passer la transition métaphase 
anaphase. La métaphase étant d’une durée approximative de 30 minutes pour les cellules 
S2, il est difficile de déterminer à un instant « t » si une cellule est en début ou fin de 
métaphase. Par ailleurs, afin de réduire la photo-toxicité d’une part, et de pouvoir suivre 
l’évolution des blebs et la localisation de la dMoésine ou de Slik (ou de l’actine) au cortex 
des blebs toutes les 5 ou 6 secondes, le nombre de plans doit être réduit ne permettant pas 
d’imager l’ensemble de la cellule. Les blebs se formant le plus souvent en position basale, 
je choisis généralement de paramétrer les acquisitions en position basale et médiane. 
Cependant, il arrive que les blebs se forment en position apicale… Enfin, certaines cellules 
ne présentent pas de bleb lors de leur division, et il n’est pas rare de perdre le focus. Pour 
toutes ces raisons, il est nécessaire d’effectuer un grand nombre d’acquisitions pour avoir 
un nombre très limité de films exploitables. 
 
Afin d’obtenir des données quantitatives sur la dynamique de formation et de 
rétraction des blebs, ainsi que sur la dynamique de recrutement de la dMoésine ou de Slik 
par exemple au cortex des blebs, nous avons établi une collaboration avec l’équipe du Dr. 
Ewa Paluch qui a accepté de m’accueillir pendant un mois dans son laboratoire à l’Institut 
Max Planck à Dresde. Afin de pallier à certaines difficultés présentées précédemment, nous 
pensions créer de façon artificielle des blebs en un endroit bien précis du cortex, sur 
descellules S2 en métaphase, et ce par l’utilisation d’un microscope confocal équipé d’un 
laser pulsé adéquat. Toutefois, la pression intracellulaire des cellules mitotiques S2 ne 
semble pas suffisante pour permettre la formation de blebs aux zones corticales altérées par 
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le laser, à l’inverse des cellules de mammifères. Il serait intéressant de réitérer ces 
expériences de blebs induits au laser en changeant de modèle cellulaire, ou en incubant les 
cellules S2 dans un milieu hypotonique de façon à accroître de façon artificielle la pression 
osmotique. 
 
En conclusion, développer l’aspect quantitatif de cette étude aurait contribué à 
mettre plus en avant l’aspect dynamique de mon projet de recherche, apportant une 
dimension supplémentaire à nos découvertes tant sur les mécanismes à l’origine des 
modifications de forme cellulaire (élongation cellulaire et formation/rétraction des blebs, 
association actine - membrane) que sur les mécanismes de régulation de la dMoésine 
(gradient de Pten, de Skittles ou du PI(4,5)P2 entre autres). 
 
5. Perspectives. 
5.1. Par quel(s) mécanisme(s) les protéines ERM participent-elles à 
l’orientation du fuseau mitotique, à sa stabilisation et à son 
positionnement au centre de la cellule ? 
 
Tout d’abord, la poursuite de mon projet de thèse pourrait consister à mieux 
comprendre par quel(s) mécanisme(s) les protéines de la famille ERM participent à 
l’orientation du fuseau mitotique, à sa stabilisation, et à son positionnement au centre de la 
cellule. Plusieurs hypothèses, précédemment développées dans la discussion des Résultats 
(cf. « L’activation de la dMoésine participe à l’orientation du fuseau mitotique. » ) peuvent 
être testées. Ces hypothèses ne sont bien entendu pas exclusives, et il est probable que 
plusieurs mécanismes ERM-dépendants agissent en synergie pour contrôler l’orientation du 
fuseau. Ce champ d’étude me semble intéressant à explorer, particulièrement in vivo. En 
effet, une mauvaise orientation du fuseau mitotique pourrait expliquer (au moins 
partiellement) les anomalies d’architecture tissulaire observées notamment chez C-elegans 
au cours du développement suite à l’extinction de l’unique gène ERM. 
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5.2. Identification et caractérisation de nouveaux acteurs moléculaires 
impliqués dans la formation et/ou la rétraction des blebs mitotiques. 
 
Un autre aspect que je trouverais extrêmement intéressant à explorer concerne 
l’identification et la caractérisation de nouveaux acteurs moléculaires impliqués dans la 
formation et/ou la rétraction des blebs. Une très belle étude publiée récemment dans Nature 
par l’équipe d’Ewa Paluch met en évidence que plusieurs types de cellules en culture 
d’origine humaine présentent des blebs aux régions polaires lors de leur élongation en 
anaphase, suggérant l’universalité de ce mécanisme [183]. D’autre part, cette étude prouve 
de façon extrêmement intéressante que ces blebs sont fonctionnellement importants pour le 
processus de division cellulaire, en permettant de dissiper l’augmentation de pression 
intracellulaire induite par la contraction de l’anneau d’actomyosine [183]. Alors que 
l’absence de bleb aux régions polaires des cellules anaphasiques conduit fréquemment à la 
formation de cellules binucléées, la rétraction de blebs de taille excessive conduit à une 
oscillation du sillon de clivage associée à de l’aneuploïdie [107], [183]. Tout en étant 
essentielles au processus mitotique, la formation des blebs, leur croissance et leur rétraction 
doivent donc être régulées. 
 
Notre étude met en évidence plusieurs acteurs moléculaires nécessaires à la 
rétraction des blebs, incluant la dMoésine et au moins quatre de ses régulateurs, le 
PI(4,5)P2, Skittles, Pten et Slik. Il est intéressant d’observer qu’en anaphase, aux régions 
polaires, la kinase Slik est exclusivement localisée au cortex des blebs (cf. article 2 page 
103). Par quel(s) mécanisme(s) Slik est recrutée spécifiquement à la membrane des blebs 
reste cependant à découvrir. En quoi la membrane des blebs est-elle différente de la 
membrane située de part et d’autre de ces blebs ? Nos expériences de vidéo-microscopie sur 
la lignée exprimant une sonde de l’Actine (domaine CH de l’Utrophine) montrent 
clairement que lors de la formation et la croissance des blebs, la membrane est dépourvue 
d’Actine (cf. article 2 page 103). Il est possible que la dissociation de la membrane 
plasmique avec l’Actine filamenteuse rende disponible des sites de liaison, indisponibles ou 
inaccessibles lorsque le cytosquelette d’actine sous jacent est intact. 
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Ainsi, aux régions polaires, ce mécanisme pourrait permettre de recruter exclusivement à la 
membrane des blebs des molécules telles que Slik ou d’autres protéines restant à 
caractériser. Mes résultats suggèrent d’ailleurs que d’autres protéines sont impliquées dans 
la régulation des blebs, dont certaines sont connues pour avoir une localisation corticale. 
 
En effet, lors de mon année de recherche en Master 2, j’ai effectué un crible sur 132 
interacteurs connus ou putatifs de la dMoésine afin d’identifier parmi ces candidats lesquels 
sont impliqués dans la division. Après avoir établi la liste des candidats à partir de 
recherches bibliographiques et de bases de données obtenues par criblage double hybride, 
j’ai produit des dsRNA pour chacun des 132 interacteurs. Après de nombreuses mises au 
point concernant les étapes de fixation, lavages et marquage en plaque 96 puits, de façon à 
ne pas perdre les cellules S2 qui ont la particularité de ne pas être adhérentes, j’ai traité ces 
cellules par chacun des 132 dsRNA en raison de deux traitements à trois jours d’intervalle. 
Les cellules ont ensuite été fixées et marquées pour l’Actine filamenteuse, l’α-Tubuline et 
l’ADN. Pour chacune de ces conditions, l’analyse de nombreux critères mitotiques incluant 
le pourcentage de binucléation, des défauts de contraction de l’anneau d’actomyosine, la 
morphologie et la taille cellulaire, des anomalies du fuseau, des lagging chromosomes ou 
encore la présence de blebs mitotiques, m’a permise de dresser une liste de candidats au 
phénotype sauvage, subtil (peu pénétrant) ou flagrant (pénétrant) (Figure 37). 
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Figure 37 : Classement de 86 des 132 interacteurs connus ou putatifs de la 
dMoésine, en fonction du phénotype associé à leur inhibition (sauvage, subtil ou 
flagrant) et de leur rôle fonctionnel majeur. 
Liste établie suite à l’observation de cellules S2 inhibées pour chacun de ces gènes, 
puis fixées et marquées pour l’Actine-F, l’α-Tubuline et l’ADN. 10 de ces gènes ont 
déjà été identifiés dans des cribles pan-génomiques comme induisant des défauts de 
division, au phénotype subtil (surlignés en orange) ou flagrant (surlignés en rose). 
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Parmi l’ensemble des candidats testés, plusieurs d’entre eux incluant Expanded, Fat 
et Hippo conduisent à un intense blebbing membranaire en mitose suite à leur inhibition 
(Figure 38A). Afin de confirmer ces observations faites sur cellules fixées, des analyses sur 
cellules vivantes exprimant l’α-Tubuline-GFP ont été menées. Ces expériences de Time-
Lapse mettent en évidence que l’inhibition d’Expanded, de Fat ou d’Hippo par l’utilisation 
de dsRNA conduit à un phénotype similaire à l’inhibition de la dMoésine, caractérisé par la 
présence de blebs en mitose dont la taille est souvent démesurée (Figure 38B). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Il est intéressant de noter que ces trois candidats, Expanded, Fat et Hippo, sont 
connus pour être impliqués dans une même voie de signalisation, « l’Hippo pathway » 
(Figure 39). Chez Drosophila melanogaster, la cadhérine Fat contrôlerait la localisation et 
l’activation d’Expanded (figure 39). Bien que les mécanismes à l’origine de l’activation 
d’Hippo ne soient pas totalement compris, il semblerait que celle-ci soit induite par 
Expanded et Merlin (figure 39). Après activation, Hippo phosphoryle les protéines 
Salvador et Mats ainsi que la sérine/thréonine kinase Warts qui inactive ensuite par 
phosphorylation Yorkie, un co-activateur transcriptionnel capable d’induire l’expression de 
plusieurs gènes tels que la cycline E et DIAP1 (figure 39).  
 
 
Figure 38A : L’inhibition de Fat, 
Hippo ou Expanded se traduit par la 
formation anormale de blebs. 
Cellules S2 traitées par dsRNA, fixées 
et marquées pour l’Actine-F (rouge), 
l’a-Tubuline (vert) et l’ADN (bleu). 
Les flèches pointent les blebs. 
 
Figure 38B : L’inhibition d’Hippo n’est pas 
compatible avec la rétraction des blebs. 
Time-Lapse sur cellules exprimant l’α-Tubuline-GFP et 
traitées par un dsRNA spécifique d’Hippo. 
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J’ai donc par la suite testé les conséquences de l’inhibition d’autres composants de 
cette voie de signalisation, dont l’interaction avec la dMoésine n’a jusqu’alors jamais été 
montrée. La quantification du pourcentage de cellules mitotiques présentant des blebs de 
taille excessive en mitose révèle qu’au moins deux autres protéines de l’Hippo pathway 
sont impliquées (directement ou indirectement) dans la formation ou la rétraction des blebs. 
Il s’agit de Salvador et de Merlin (figure 40). Il serait intéressant de tester l’inhibition des 
autres composants de l’Hippo pathway, pour déterminer si l’intégralité de cette voie est 
impliquée dans la régulation de la stabilité corticale en mitose. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 40 : au moins cinq 
constituants de l’Hippo Pathway 
régulent la formation et/ou la 
rétraction des blebs mitotiques. 
Alors qu’en condition sauvage le 
pourcentage de cellules mitotiques avec 
blebs est de l’ordre de 18%, celui-ci est 
supérieur à 35% après inhibition 
d’Hippo, Merlin, Expanded, Fat ou 
Salvador par l’utilisation de dsRNA. 
Les pourcentages de cellules mitotiques 
avec blebs sont obtenus suite à des 
expériences de Time-Lapse effectuées 
sur la lignée exprimant de façon stable 
l’α-Tubuline-GFP. 
 
Figure 39 : Hippo Pathway chez la 
Drosophile. 
Fat (FT) active Expanded (Ex) qui 
participe avec Merlin (MER) à 
l’activation d’Hippo (HPO). 
L’activation d’Hippo conduit à la 
phosphorylation de Salvador (SAV), 
Mats et Warts (WTS) qui inhibe 
Yorkie (YKI) un co-activateur 
capable d’induire l’expression de la 
cycline E et de DIAP1 entre autres. 
D’après Harvey & al, 2007 
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La voie Hippo étant connue pour son rôle majeur dans le contrôle du cycle cellulaire 
et de l’apoptose, il serait intéressant d’approfondir son implication dans le remodelage 
cortical en mitose et plus particulièrement dans le contrôle des blebs. Ainsi, une première 
expérience simple à réaliser pourrait consister à tester si la localisation ou l’activation de la 
dMoésine est altérée suite à l’inhibition des constituants de l’Hippo pathway tels 
qu’Expanded, Fat, Hippo, Merlin, ou Salvador pour n’en citer que quelques-uns. Cette 
étude pourrait également mettre en évidence un lien direct entre division cellulaire et 
apoptose, dont l’existence est jusqu’alors toujours débattue. 
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